





Klinische Bedeutung und molekulare 
Epidemiologie von Rhinoviren bei 






zur Erlangung des akademischen Grades 
Dr. med. 
 
an der medizinischen Fakultät 




eingereicht von:  Franziska Neugebauer 
   geb. 18.02.1996 in Cottbus 
angefertigt an:  Institut für Virologie 
   Universität Leipzig 
Betreuer:  Professor Dr. med. Uwe Gerd Liebert 
   Dr. med. Mario Hönemann 
 









































Inhaltsverzeichnis               I 
Abbildungsverzeichnis                       VI 
Tabellenverzeichnis                     VIII 
Abkürzungsverzeichnis                                IX 
Bibliographische Zusammenfassung                    XII 
1. Einleitung                1 
1.1 Das Rhinovirus                   1 
1.1.1 Aufbau               1 
1.1.2 Organisation des viralen Genoms           2 
1.1.2.1 Rekombination – Bildung neuer Genkombinationen       3 
1.1.3 Infektionsmechanismus            4  
1.1.3.1 Allgemeines             4 
1.1.3.2 Oberflächenrezeptoren            4 
1.1.4 Krankheitsbild und Epidemiologie           6 
1.1.5 Impfung und antivirale Medikation           8 
1.1.6 Molekulare Epidemiologie            8 
1.2 Ziel der Arbeit             10 
2. Material              11 
2.1 Oligonukleotide             11 
2.2.1 Primer                       11  






2.2 Enzyme              12 
2.3 Reagenzsysteme            12 
2.4 Reagenzien             13 
2.5 Puffer und Lösungen            14 
2.6 Verbrauchsmaterialien            14 
2.6.1 Abfallentsorgung           14 
2.6.2 Allgemeiner Laborbedarf          14 
2.6.3 Büroartikel            15 
2.6.4 Hygiene            16 
2.6.5 Pipetten und Pipettenspitzen         16 
2.6.6 Stellmöglichkeiten           17 
2.7 Technische Ausstattung           17 
2.7.1 Computerhardware und Betriebssysteme       17 
2.7.2 Computersoftware           17 
2.7.3 Hygiene            18 
2.7.4 Kühlung            18 
2.7.5 Technische Laborinstrumente         18 
3. Methoden              20 
3.1 Methodenüberblick            20  
3.1.1 Polymerase-Kettenreaktion          20   
3.1.2 Elektrophorese           22 
3.1.3 Sanger-Sequenzierung          23 






3.3 Auswahl geeigneter Proben zur Typisierung        24 
3.4 Allgemeine Hinweise            24 
3.5 Genotypisierung des Rhinovirus            25 
3.5.1 PCR-Ansätze            25 
3.5.1.1 Genom-Region 5´UTR-VP4-VP2          25 
3.5.1.2 Genom-Region VP1           26 
    - Reverse Transkription         26 
    - Nested-PCR – Schritt 1 (Extern)       27 
    - Nested-PCR – Schritt 2 (Intern)        27 
    - Alternativprotokolle         28 
3.5.2 Gelelektrophorese           29 
3.5.3 Gelelution            30 
3.5.4 Reamplifikation           31 
3.5.5 Sequenzierreaktion           33 
3.5.6 Aufreinigung des Sequenzierproduktes        33 
3.5.7 Flüssigkeitsentzug in der Vakuumzentrifuge       34 
3.5.8 Sequenzierung           34 
3.5.9 Auswertung der Sequenzen – Geneious         34 
3.6 Analyse patientenspezifischer klinischer Daten        36 
3.7 Statistische Auswertung           38 
3.7.1 Statistikprogramm           38 
3.7.2 Testverfahren            39 






3.7.2.2 χ2-Test           39 
3.7.2.3 t-Test           39 
3.7.2.4 Mann-Whitney-U-Test         39 
3.7.2.5 Kruskal-Wallis-Test         39 
3.8 Phylogenetische Analyse            40 
4. Ergebnisse              41 
4.1 Molekulare Epidemiologie der RV-Genotypisierung        41 
4.1.1 Allgemeines            42 
4.1.2 RV-Spezies            43 
4.1.3 Spezifische RV-Genotypen            44 
4.1.4 Phylogenetische Analyse          46 
 4.1.4.1 Allgemeines          46 
           4.1.4.2 RV-A78 – häufigster Genotyp        46 
 4.1.4.3 RV-A101 und RV-C2         46 
4.2 Klinische Angaben            47 
4.2.1 Allgemeine Patientendaten          47 
4.2.2 Klinisches Bild           49 
 4.2.2.1 Aufnahmediagnosen und allgemeine Parameter     49 
 4.2.2.2 Ko-Infektion der Atemwege        51 
 4.2.2.3 Intensivtherapie und Laborparameter       53 
 4.2.2.4 Nosokomiale Infektionen         54 
 4.2.2.5 Immunsupprimierte Patienten        55 






5. Diskussion              60 
6. Zusammenfassung            68 
7. Literaturverzeichnis            71 
8. Anlagen              80 
8.1 Phylogenetische Stammbäume                                                80 
           8.1.1 5´UTR-VP4-VP2            80 
   - RV-A                80 
   - RV-B                88 
   - RV-C                92 
 8.1.2 VP1                                                      97    
 - RV-A                97 
   - RV-B            108  
   - RV-C            112  
8.2 Zugangsnummern der Referenzsequenzen       119 
9.   Eigenständigkeitserklärung         127 
10. Danksagung           128 
 
       












Abb. 1 RV-Genomstruktur                     2 
Abb. 2 Oberflächenrezeptoren der RV-Spezies A, B und C                5 
Abb. 3 Ablauf einer Polymerase-Kettenreaktion         20 
Abb. 4 Aufbau eines Desoxyribonukleosidtriphosphats        21  
Abb. 5 Beispielhafte Darstellung einer Gelelektrophorese        22 
Abb. 6 Ablauf der Sanger-Sequenzierung          23 
Abb. 7 Lage der Target-Region 5´UTR-VP4-VP2 innerhalb        25 
des RV-Genoms 
Abb. 8  Lage der Target-Region VP1 innerhalb des RV-Genoms       26 
Abb. 9  Gelelektrophorese-Bandenmuster des Rhinovirus            30 
Abb. 10 RV-Gensequenz             34 
Abb. 11 Analyseergebnis zur Eingruppierung einzelner RV-Proben           35 
in die Spezies A, B und  C 
Abb. 12 Genetischer Stammbaum zur Zuordnung der erhaltenen Sequenzen  36 
zu spezifischen RV-Genotypen 
Abb. 13 Anzahl der RV-Nachweise im Jahresverlauf nach Saison       41 
Abb. 14 Quantitative Resultate der RV-Typisierung         42 
Saison 2013/ 2014 - 2016/ 2017 
Abb. 15 Altersverteilung innerhalb der Patientenpopulation        47 
Abb. 16 Nebenerkrankungen und Risikofaktoren der Patienten       48 
Abb. 17 Klinisches Bild während des Klinikaufenthaltes        50 
Abb. 18 Atemwegs-Ko-Infektionen während des Klinikaufenthaltes           51 
bei RV-Infektion 
Abb. 19 Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2  80 
Abb. 20 Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2  88 







Abb. 22 Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1       97 
Abb. 23  Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region VP1      108 


























Tab. 1  One-Step RT-PCR             25 
Tab. 2  Region VP1                   26 
Tab. 3  Region VP1 extern            27 
Tab. 4  Region VP1 intern             27 
Tab. 5  Alternativprotokoll Region VP1 – extern                                                28 
Tab. 6  Alternativprotokoll Region VP1 – intern                                                 29 
Tab. 7  Reamplifikation der Region 5´UTR-VP4-VP2                  32 
Tab. 8  Reamplifikation der Region VP1          32 
Tab. 9  Sequenzierreaktion                33 
Tab. 10 Kriterien zur Analyse der patientenspezifischen Daten       37 
Tab. 11 Verteilung der RV-Spezies A – C nach Saison            43 
Tab. 12 Gesamtergebnis der Typisierung von Rhinoviren            44 
Tab. 13 Saisonal häufigste RV-Genotypen der drei RV-Spezies       45 
Tab. 14 Übersicht aller Aufnahmediagnosen der Patientenpopulation      49 
Tab. 15 Statistische Abhängigkeiten speziesfremder Ko-Infektionen      52 
während der RV-Infektion 
Tab. 16 Laborparameter während des Klinikaufenthaltes        53 
Tab. 17 Gegenüberstellung nosokomial und ambulant         54 
erworbener RV-Nachweise 
Tab. 18 Gegenüberstellung immunsupprimierter und         56 
nicht-immunsupprimierter Patienten 
Tab. 19 Statistische Zusammenhänge zwischen nachgewiesener RV-     57 
Spezies und klinischen Variablen        
Tab. 20 Verteilung der RV-Spezies zwischen den betrachteten       58 
  klinischen Variablen ohne Einbezug der Ko-Infektionen  







A   Adenin 
ARDS   Acute Respiratory Distress Syndrome (= akutes Lungen- 
   schädigungssyndrom) 
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BMI   Body Mass Index 
bp   Basenpaare 
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CDHR  Cadherin-related family member (= Cadherin-assoziiertes  
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cDNA   Complementary deoxyribonucleic acid (= komplementäre  
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DNA   Deoxyribonucleic acid (= Desoxyribonukleinsäure) 
dNTP   Desoxynukleosidtriphosphat 
EOF   Elektroosmotischer Fluss 
FiO2   Fraction of inspired oxygen (= inspiratorische  
Sauerstofffraktion)  
G   Guanin 
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  Eintrittsstelle) 
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LDLR   Low-density lipoprotein receptor (= Rezeptor des Lipoproteins  
niedriger Dichte) 
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Min.   Minimum 
min.   Minute 
mg   Milligramm 
mM   Milllimolar 
mm   Millimeter 
n   Anzahl 
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ng   Nanogramm 
o. g.    Oben genannt 
OH-Gruppe  Hydroxygruppe 
ORF   Open reading frame (= offener Leserahmen) 
pCO2   Kohlenstoffdioxid-Partialdruck 
PCR   Polymerase chain reaction (= Polymerase-Kettenreaktion) 
pmol   Pikomol 
p-Wert  Probability-Wert (= Wahrscheinlichkeitswert) 







Ref.   Referenz 
RNA   Ribonucleic acid (= Ribonukleinsäure) 
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rpm   Rounds per minute (= Runden pro Minute) 
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RT   Reverse Transkription 
RV   Rhinovirus 
sec.   Sekunde 
T   Thymin 
TAE-Puffer  TRIS-Acetat-EDTA-Puffer 
U   Unit (= Einheit) 
U   Uracil 
UPGMA  Unweighted Pair Group Method with Arithmetic Mean 
UTR   Untranslated region 
V   Volt 
V. a.    Verdacht auf 
VP   Virales Protein 
VPg   Viral protein genome-linked (virales Genom-gebundenes Protein) 
z. B.   Zum Beispiel 
z. T.   Zum Teil 
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Referat: 
Die vorliegende Arbeit beschäftigte sich mit der Analyse der zwischen September 2013 
und September 2017 aufgetretenen Infektionen mit dem Rhinovirus bei pädiatrischen 
Patienten des Universitätsklinikums Leipzig. Betrachtet wurden dabei die molekulare 
Epidemiologie der RV-Genotypen (n = 777) in diesem Zeitraum sowie die klinische 
Präsentation der jeweils vorliegenden RV-Infektion. Dies wurde durch eine RT-PCR 
mit anschließender Sanger-Sequenzierung sowie einer genauen Untersuchung der 
patientenspezifischen Epikrisen mit statistischer Auswertung realisiert. Es konnte zu 
49.3 % RV-A, zu 5.9 % RV-B und zu 44.0 % RV-C nachgewiesen werden. Der 
insgesamt häufigste RV-Genotyp war A78 (n = 27). Es konnte eine hohe Prävalenz 
der RV-Infektion vor allem bei Kleinkindern sowie beim männlichen Geschlecht 
nachgewiesen werden. Besonders auffällig waren ein signifikant häufigeres Auftreten 
von RV-A und wenig RV-C bei Patienten mit Vorerkrankungen wie einer malignen oder 
benignen Neubildung sowie außerdem bei einem bestehenden Fieber über 38.0 °C. 
Die Entwicklung eines Impfstoffes gegen RV-A wäre eine Möglichkeit zum Schutz 
dieser Patientengruppe.   
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1.  Einleitung  
1.1 Das Rhinovirus 
1.1.1 Aufbau  
Das Rhinovirus (RV), in den 1950er-Jahren erstmalig beschrieben (Price 1956), wird 
phylogenetisch der Familie der Enteroviren zugeordnet, welche eine Untergruppe der 
Picornaviren darstellt. Mitglieder dieser Virusgruppe besitzen eine jeweils einsträngige 
RNA mit positiver Polarität als Erbmaterial (Witwer 2001). Charakterisiert wird das 
nicht-behüllte RV durch einen Partikeldurchmesser von 30 nm mit einem darin 
befindlichen Genom von ca. 7100 Basenpaaren Länge (Blaas 2016; Palmenberg et al. 
2009; Rossmann et al. 1985).  
Ursprünglich unterschied man ausschließlich zwischen Rhinoviren der Spezies A und 
B. Im Jahre 2006 gelang die Entdeckung sowie Klassifikation der RV-Spezies C (Hung 
et al. 2018; Palmenberg u. Gern 2015; Lamson 2006; Dominguez et al. 2008). Weitere 
Analysen ergaben, dass Mitglieder der Spezies A und C sich einen gemeinsamen 
Vorfahren teilen (Palmenberg et al. 2009). Heute sind über 100 Subtypen der Spezies 
A und B sowie mehr als 50 der Spezies C bekannt (Palmenberg u. Gern 2015; McIntyre 
et al. 2013). 
Die äußere Oberfläche des Rhinovirus ist ikosaedrisch geformt und wird aus 60 Kopien 
eines Protomers aus vier viralen Proteinen gebildet. Diese tragen die Bezeichnung  
VP1 - VP4 (Rossmann et al. 1985). Während der Virusreifung wird zunächst ein 
Vorläuferprotein VP0 gebildet, das anschließend autokatalytisch in VP4 und VP2 
gespalten wird. Dies ist für die volle Infektiosität des Partikels von großer Wichtigkeit 
(Basavappa et al. 1994). VP1 und VP3 werden hingegen direkt, d. h. ohne 
Zwischenstufe über ein Vorläuferprotein, translatiert. Gemeinsam mit dem 
entstandenen VP2 bilden sie drei große Oberflächenproteine, deren Topologie bzw. 
Zusammenführung im viralen Kapsid dabei sehr anderen RNA-Viren ähnelt. Jedes 
Kapsidprotein ist in Form von achtsträngig antiparallel verlaufenden jelly rolls gefaltet, 
welche aufgrund ihrer speziellen Struktur eine Art Krater auf der Virusoberfläche 
ausbilden. Der Bereich des Kraters und die darin liegenden Oberflächenstrukturen des 
Virus gelten dabei als antigene Strukturen für Komponenten des Immunsystems 
(Rossmann 1989; Rossmann et al. 1985). Die Innenfläche des Virus wird durch 60 
Kopien von VP4 ausgekleidet, welches auch für das Packaging während der 
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Virusreifung verantwortlich ist (Liu et al. 2016). Unterschiede in den Eigenschaften und 
der Aminosäurezusammensetzung der drei Oberflächenproteine VP1 – VP3 bedingen 
Antigenvariationen zwischen den verschiedenen RV-Genotypen (Jacobs et al. 2013). 
VP1 gilt jedoch insgesamt als immunodominant (Rossmann et al. 1985). 
1.1.2  Organisation des viralen Genoms 
Das Genom des Rhinovirus (Abb. 1) weist am 5´-terminalen Ende (5´UTR) 
Kleeblattstrukturen mit einer Länge von 80 – 84 Basenpaaren auf. Diese binden virale 
und zelluläre Proteine für die Initiation der RNA-Synthese. Die Kleeblattstrukturen sind 
ebenfalls dazu in der Lage, die infizierenden Virusgenome von Translations- zu 
Replikationsmatrizen umzuwandeln (Palmenberg et al. 2009; Jacobs et al. 2013). 
Genabwärts (3´) folgt diesem Bereich eine ungewöhnliche pyrimidinreiche Spacer-
Sequenz mit kurzen Oligo(C)- sowie Oligo(U)-Einheiten, die von Adenosinnukleotiden 
durchsetzt sind. Dabei weisen Genotypen der Spezies A die kürzesten Spacer-
Sequenzen von 11 – 22 Basenpaaren auf. Auffallend ist, dass dieser Bereich für jedes 
Virus sehr individuell ist und sogar innerhalb von Isolaten desselben Serotyps variieren 












Abb. 1: RV-Genomstruktur mit einzelnem, der 5´-untranslatierten Region folgendem, offenen 
Leserahmen und einem kurzen viralen Priming-Protein (VPg). P1 bildet nach Prozessierung das 
Virus-Capsid, P2 und P3 bilden VPg, Proteasen und die RNA-abhängige RNA-Polymerase (RDRP). 
IRES = internal ribosomal entry subunit. 
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Die ihm nachfolgende IRES (internal ribosome entry site) stellt den Zielbereich der  
40S-ribosomalen Untereinheit innerhalb der 5´UTR dar. Diese wird dort gebunden und 
beginnt anschließend 3´ von diesem Bereich am Startcodon (AUG) mit der Translation 
(Hershey et al. 2012). Die IRES zählt zu den am höchsten konservierten Genbereichen 
des Rhinovirus (Palmenberg et al. 2009).  
Das Stopp-Codon (UAA, UAG oder UGA), welches den RV-ORF determiniert, zeigt 
gleichzeitig den Beginn der 40 – 60 Basenpaare langen RV-3´UTR an. Diese wird 
durch einen Poly-A-Schwanz charakterisiert. Außerdem ist in dieser Region ein 13 – 
16 Basenpaare langer, unverzweigter Stamm zu finden. Dieser nimmt mehr als zwei 
Drittel der 3´UTR ein und bildet terminale Loops aus. Seine Funktion ist bisher noch 
nicht sicher bekannt (Palmenberg et al. 2009). 
Im RV-ORF werden 11 Genprodukte codiert (Stobart et al. 2017; Jacobs et al. 2013). 
Der 5´UTR folgend sind die Capsid-Proteine VP1 – VP4 codiert, im Anschluss daran 
die nicht-strukturellen Proteine. Zu diesen zählen zwei Proteasen, 2A sowie 3C, sowie 
die durch die Region 3D codierte RNA-abhängige RNA-Polymerase.  
Die 5´UTR gilt als Targetregion zum Nachweis des Virus im Screening. Für die 
Zuordnung des einzelnen Virus zu einem spezifischen Genotypen werden heute die 
Genom-Regionen VP1 sowie VP4-VP2 genutzt. Bei einer Sequenzübereinstimmung 
von 87.0 % wird es einem bereits beschriebenen Genotypen zugewiesen (Stobart et 
al. 2017; Palmenberg u. Gern 2015; McIntyre et al. 2013). 
1.1.2.1 Rekombination – Bildung neuer Genkombinationen 
Die Betrachtung der bereits untersuchten Sequenzen der RV-Target-Region VP1 und 
der RV-Genotypen der Spezies A und B (Palmenberg et al. 2009) offenbart einen in 
der Vergangenheit abgelaufenen Rekombinationsprozess zwischen einzelnen 
Rhinovirus-Typen. Dabei entstanden einige der heute bekannten monophyletischen 
Gruppen. Zum Beispiel wurden B37 sowie B42 als gemeinsame Vorfahren von B27, 
B93 und B97 identifiziert. Insgesamt zeigte sich, dass Rekombinationen vorwiegend 
innerhalb einer RV-Spezies auftreten. Zwischen verschiedenen Spezies findet sie 
seltener statt. Der häufigste Gentransfer involviert die 5´UTR der Rhinoviren, zumeist 
eine Zone upstream der IRES-Region; seltener sind die Bereiche P2 oder P3 beteiligt, 
die Capsid-Gene jedoch nie. Es wurde gezeigt, dass RV-A und -C sehr oft 
untereinander rekombinieren. Dabei tauschen sie Teile ihrer 5´UTR sowie ihrer 
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jeweiligen 2A-Protease-Gene aus (Palmenberg u. Gern 2015; McIntyre et al. 2010; 
Huang et al. 2009). 
1.1.3  Infektionsmechanismus 
1.1.3.1 Allgemeines 
Nach heutigem Stand stellt der Mensch die einzige Wirtsspezies für das Rhinovirus 
dar. Eine Suszeptibilität anderer Primaten für das Virus ist jedoch nicht 
ausgeschlossen (McIntyre et al. 2013). RV-Infektionen treten ganzjährig auf, 
unterliegen jedoch im Jahresverlauf einer Fluktuation. Häufigkeitsspitzen sind dabei 
im Frühling sowie Herbst zu detektieren (Monto 2002; VESA et al. 2001; Leotte et al. 
2017). 
Die Virusübertragung zwischen menschlichen Individuen findet über direkten Kontakt 
oder aerogen statt (Hendley u. Gwaltney 1988; Jennings u. Dick 1987). RV wird 
intranasal sowie auch konjunktival aufgenommen, jedoch nicht oral (Jacobs et al. 
2013).  
1.1.3.2 Oberflächenrezeptoren 
Der insgesamt größere Anteil der Rhinoviren, die major receptor group, die durch 
Genotypen der Spezies A und B gebildet wird, trägt den sogenannten ICAM-1-
Rezeptor (Abb. 2) auf seiner Oberfläche (Abraham u. Colonno 1984). Als ICAM-1 
(intercellular adhesion-molecule 1) wird ein Mitglied der Immunglobulin-Superfamilie 
bezeichnet. Es ist im nasopharyngealen Gewebe und in geringem Maße auf 
lymphoepithelialen, zilienfreien Zellen sowie in höherer Zahl in der Basalzellschicht 
von Flimmerepithelien zu finden (Jacobs et al. 2013).  
Wenige Mitglieder der Spezies A tragen den low-density-lipoprotein-(LDL)-Rezeptor, 
der auf fast allen Körperzellen vorkommt (Yamamoto et al. 1984), auf ihrer Oberfläche 
und bilden damit die sogenannte minor receptor group (Vlasak et al. 2005; Vlasak et 
al. 2003; Hofer et al. 1994; Duechler 1993). Viren der Spezies C besitzen den Rezeptor 
des cadherin-related family member 3 (CDHR3) (Bochkov et al. 2015). CDHR3 erfährt 
einen hohen Expressionsgrad im menschlichen Lungengewebe (Yanai et al. 2005), im 
Bronchialepithel (Bønnelykke et al. 2014) sowie während der mukoziliären 
Differenzierung menschlicher Zellen des Respirationstraktes in vitro (Ross et al. 2007).  
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RV tritt über verschiedene Mechanismen der Endozytose in die zu infizierenden Zellen 
ein (Khan et al. 2011; Khan et al. 2010; Khan et al. 2007). Die der minor receptor group 
zugehörigen RV-Genotypen werden durch Clathrin-vermittelte Endozytose 
aufgenommen. Innerhalb des Zytosols erfolgt die enzymvermittelte Fusion mehrerer 
während der Endozytose gebildeter Vesikel zu zunächst frühen und darauf folgend 
späten Endosomen (Blaas 2016). Die späten Endosomen verschmelzen im Verlauf mit 
den Lysosomen der Zelle, deren Hydrolasen ihren Inhalt freisetzen (Blaas 2016).  
Rhinoviren der major receptor group vermitteln ihre Aufnahme über einen der 
Makropinozytose ähnlichen Prozess. Jener läuft langsamer ab als die Clathrin-
vermittelte Endozytose (Blaas 2016). Während dieses Vorgangs bilden sich 
Einstülpungen in der Plasmamembran, welche die Viruspartikel aufnehmen und 
umschließen. Die anschließende Prozessierung innerhalb des Zytosols verläuft 
ähnlich der im Zuge der Clathrin-vermittelten Endozytose beschriebenen 
Mechanismen. Die genaue Abfolge der Aufnahme von Rhinoviren der Spezies C in die 




Abb. 2: Oberflächenrezeptoren der RV-Spezies A, B und C. ICAM-1 = intercellular adhesion 
molecule 1, LDLR = low-density-lipoprotein-Rezeptor, CDHR3 = cadherin-related family member 3 
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1.1.4 Krankheitsbild und Epidemiologie 
Das Rhinovirus verursacht weltweit ganzjährig die meisten akuten Infektionen der 
oberen Atemwege beim Menschen, entsprechend einem Anteil von 50.0 – 66.0 % 
(Mäkela et al. 1998; Arruda et al. 1997). Ökonomisch gesehen hat dies aufgrund einer 
Vielzahl von Arztbesuchen und daraus resultierender Abwesenheit von Arbeitsplatz 
oder Schule großen Einfluss auf das Gesundheitssystem (Nichol et al. 2005; Fendrick 
et al. 2003; Bertino 2002). 
Bei immunkompetenten Personen verläuft die Erkrankung selbstlimitierend mit einer 
durchschnittlichen Inkubationszeit von 2 Tagen (Lessler et al. 2009; Brownlee u. 
Turner 2008) und einer Symptompersistenz von 7 – 14 Tagen (Pappas et al. 2008).  
Die Symptomatik einer Infektion mit dem Rhinovirus ist vielgestaltig. Am häufigsten 
treten allgemeine Symptome eines Schnupfens - oft gemeinsam mit einer     
Pharyngitis - auf. Zu den komplizierten Verläufen in den oberen Atemwegen zählen 
zum Beispiel die Otitis media (Blomqvist et al. 2002) sowie die Rhinosinusitis (Turner 
1997; Pitkäranta et al. 1997). Außerdem verursacht RV gelegentlich subglottische 
Laryngitiden (Iwane et al. 2011; Miller et al. 2007).  
Innerhalb der unteren Atemwege stellt das Rhinovirus nach dem Respiratory Syncytial 
Virus (RSV) den zweithäufigsten Grund für das Auftreten von Bronchitiden bei 
hospitalisierten Kindern dar (Mansbach et al. 2012). Allgemein gesehen begründen 
Bronchitiden einen Anteil von 14.0 % der Zuweisungen pädiatrischer Patienten mit RV-
Infektionen auf Intensivstationen (Louie et al. 2009). Bei Frühgeborenen steht die 
Infektion mit dem Rhinovirus im Vergleich zu RSV an erster Stelle (RV = 40.0 %,       
RSV = 7.0 %). Dabei birgt das Vorhandensein einer bronchopulmonalen Dysplasie 
nachweislich ein erhöhtes Risiko für die Ausbildung einer RV-Bronchitis (Miller et al. 
2012). Außerdem zählen ambulant erworbene Pneumonien zum Spektrum der durch 
das Rhinovirus verursachten Erkrankungen der unteren Atemwege. Bei Kindern mit 
einer Pneumonie konnten bereits in 27.0 % (Jain et al. 2015b) und bei Erwachsenen 
(Jain et al. 2015a) in 9.0 % der Fälle Rhinoviren als Pathogen nachgewiesen werden. 
Gleichzeitig scheint eine Rhinovirus-Infektion in den ersten Lebensmonaten generell 
die Prävalenz eines Giemens im Alter von einem Jahr (Midulla et al. 2012) und 
außerdem die Entwicklung eines Asthma bronchiale im Kleinkindalter zu erhöhen 
(Kotaniemi-Syrjänen et al. 2003). Auch in einer Untersuchung von Jackson et al. 2008 
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hatten 90.0 % der Kinder, die mit 3 Jahren nachweislich ein Giemen im Rahmen von 
RV-Infektionen aufwiesen, im Alter von 6 Jahren das vollständige Bild eines Asthma 
bronchiale entwickelt. Auch spätere Exazerbationen einer Asthmaerkrankung sind mit 
Rhinoviren assoziiert. Im Schnitt beruhen zwei Drittel der viral verursachten 
Exazerbationen auf RV-Infektionen. Insgesamt betrachtet verläuft die Infektion eines 
Asthmatikers mit höherer Frequenz sowie schwereren Symptomen der unteren 
Atemwege als die eines Nicht-Asthmatikers. RV-Infektionen der oberen Atemwege 
unterscheiden sich zwischen beiden Gruppen in ihrer Ausprägung nicht (Gern 2010; 
Corne et al. 2002).  
Vor allem die Genotypen der Spezies C (Mak et al. 2011) sind durch die von ihnen 
getragenen CDHR3-Rezeptoren für die Auslösung einer Exazerbation eines Asthma 
bronchiale prädestiniert, da sie vorwiegend Zellen im tiefen Respirationstrakt binden 
und infizieren können.  
Die Exazerbation der chronisch obstruktiven Lungenerkrankung (COPD) wird 
ebenfalls durch Rhinoviren getriggert. Das Rhinovirus nimmt insgesamt im Rahmen 
der viral ausgelösten COPD-Exazerbationen einen hohen Stellenwert von bis zu einem 
Viertel aller viralen Erreger ein (McManus et al. 2008; Greenberg et al. 2000). Für die 
Zystische Fibrose gilt Ähnliches. RV ist bei dieser Patientengruppe Grundlage einer 
Vielzahl von Exazerbationen, sorgt im Gegensatz zu anderen respiratorischen Viren 
aber kaum für eine Verschlechterung der allgemeinen Lungenfunktion (Olesen et al. 
2006; Smyth et al. 1995). Genotypen der Spezies C zeigen auch bei an Zystischer 
Fibrose erkrankten Personen eine Häufung (Almeida et al. 2010). 
Bei immunsupprimierten Personen stellen Rhinoviren ebenfalls ein wichtiges 
Pathogen dar (Murali et al. 2009; Camps Serra et al. 2008). Kraft et al. 2012 
beschrieben an Patienten mit einer malignen Erkrankung, Diabetes, HIV oder nach 
Organtransplantation influenzaähnliche Symptomkonstellationen. Der Schweregrad 
ihrer Erkrankung ähnelte dabei dem durch Influenza H1N1 ausgelösten Krankheitsbild.  
Molekularbiologisch konnte ein hoher Anteil asymptomatischer Infektionen, vor allem 
bei Kindern (12.0 – 32.0 % bei < 4-Jährigen), gezeigt werden. Je jünger die Kinder 
waren, desto höher war die Anzahl des Nachweises von Rhinoviren bei respiratorisch 
asymptomatischen Patienten. Dies lag jedoch möglicherweise auch an einer höheren 
Prävalenz der RV-Infektionen bei sehr jungen Kindern (Jacobs et al. 2013; Fry et al. 
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2011; Iwane et al. 2011; Singleton et al. 2010; Hennessy et al. 2008; van Benten et al. 
2003; Nokso-Koivisto et al. 2002). Für erwachsene Patienten mittleren sowie höheren 
Alters ist die Prävalenz asymptomatischer RV-Infektionen weniger gut erforscht. Zwei 
Studien konnten das Rhinovirus bei bis zu 2.0 % asymptomatischer Erwachsener 
nachweisen (Fry et al. 2011; Graat 2003). Auffällig ist dabei, dass die Nachweisraten 
bei adulten Personen mit RV-infizierten Kindern im Haushalt höher ist (Peltola et al. 
2008). 
Bezüglich der Relevanz des nosokomialen Infektionsweges des Virus von Patient zu 
Patient oder von medizinischem Personal zum Patienten ist die Datenlage aktuell noch 
limitiert (Jacobs et al. 2013). Nosokomiale RV-Ausbrüche werden bisher vor allem auf 
neonatalen Intensivstationen mit Symptomen wie Atemnot, Apnoe oder Rhinorrhoe 
inklusive unterstützender Beatmung beschrieben (Reid et al. 2011; Valenti et al. 1982). 
Auch Patienten in Langzeitpflegeheimen können betroffen sein (Longtin et al. 2010; 
Hicks et al. 2006; Louie et al. 2005).  
1.1.5 Impfung und antivirale Medikation 
Die Entwicklung eines wirksamen Impfstoffes ist aufgrund der über 100 Serotypen des 
Rhinovirus erschwert. Epidemiologische Daten mit ständig wechselndem Bild 
bezüglich der am häufigsten zirkulierenden Genotypen und ein noch zum Teil 
unvollständiges Wissen zu Rekombination und Unterschieden der viralen Antigene 
stehen der Impfstoffentwicklung ebenfalls noch entgegen (Rohde 2011). Forschungen 
konzentrieren sich auf die Entwicklung antigener Peptide und neutralisierender 
Antikörper des Capsidprotein VP1 (Edlmayr et al. 2011). Antivirale Medikamente gegen 
Rhinoviren stehen für die klinische Nutzung noch nicht zur Verfügung. 
1.1.6 Molekulare Epidemiologie 
Das Rhinovirus weist eine Vielzahl bekannter Genotypen auf. So sind für die 
Rhinovirus-Spezies A und B mehr als 100 und für die Spezies C mehr als 50 Subtypen 
bekannt (Palmenberg u. Gern 2015; McIntyre et al. 2013). Eine aktuelle Übersicht aller 
bekannten RV-Sequenzen kann online abgerufen werden 
(http://www.picornaviridae.com/; The Pirbright Institute). 
Das Auftreten von RV-Infektionen weist für Mitglieder der Spezies A und C im 
Allgemeinen eine Häufigkeitsspitze in den späten Frühlingsmonaten auf, während 
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Infektionen durch Rhinoviren der Spezies B über das Jahr hinweg gleichmäßig 
beobachtet werden können (Zhao et al. 2018; Leotte et al. 2017). Etwa die Hälfte der 
insgesamt molekularbiologisch nachgewiesenen RV-Infektionen werden durch 
Mitglieder der Spezies A verursacht, gefolgt von der Spezies C mit etwas mehr als 
einem Drittel. Rhinoviren der Spezies B treten mit unter 10.0 % der Infektionen klinisch 
seltener in Erscheinung (Hung et al. 2018; Zhao et al. 2018). Diese Beobachtung 
konnte länder- und kontinentübergreifend gemacht werden. Untersuchte Regionen in 
Europa, den USA oder auch Asien wiesen ähnliche relative Frequenzen im 
Vorkommen der jeweiligen RV-Spezies auf (McIntyre et al. 2013). Zhao et al. 2018 
beschreiben dabei in der Spezies A die Genotypen A78, A12 sowie A89 als insgesamt 
am häufigsten auftretend, in der Spezies B die Genotypen B70, B86 und B97 und in 
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1.2  Ziel der Arbeit 
Ziel dieser Arbeit ist die Analyse der molekularen Epidemiologie und der klinischen 
Präsentation nachgewiesener Rhinovirus-Infektionen unter pädiatrischen Patienten im 
Alter von 0 bis 18 Jahren am Universitätsklinikum Leipzig.  
Im Fokus steht dabei die Aufdeckung möglicher Zusammenhänge zwischen der 
individuellen Zuordnung der einzelnen Patientenproben zu den RV-Spezies A, B und 
C und der Klinik der jeweiligen Patienten. Es soll eruiert werden, ob saisonale 
Unterschiede im Auftreten des Rhinovirus zu beobachten sind. Dabei soll betrachtet 
werden, welche RV-Genotypen die verschiedenen Saisons dominieren und ob 
Unterschiede in den Auftretensfrequenzen festzustellen sind. Die phylogenetische 
Analyse der häufigsten RV-Genotypen soll zusätzlich dabei helfen, die genetische 
Verwandtschaft und Entwicklung der untersuchten Rhinovirusproben zu bestimmen.  
Es sollen eventuelle Verbindungen zwischen bestimmten Vorerkrankungen und 
Charakteristika der Patienten wie zum Beispiel einem diagnostizierten Asthma 
bronchiale, dem Geschlecht oder Alter mit der speziesspezifischen RV-Infektion 
analysiert werden. Gleichzeitig soll das klinische Bild während der Erkrankungszeit 
ausgewertet werden. Betrachtet sollen dabei zum Beispiel die Art der Ansteckung 
(ambulant oder nosokomial), die Verweildauer der Kinder im Krankenhaus sowie 
mögliche Aufenthalte auf der Intensivstation durch speziesspezifische RV-Infektionen 
werden.  
Im Rahmen der Untersuchung soll somit ein besseres Verständnis der spezies- und 
patientengruppenspezifischen Eigenschaften der RV-Infektion erzielt werden. 
Möglicherweise können so besonders ungünstige Konstellationen zwischen konkreten 
Patientengruppen und der Ansteckung mit einer bestimmten RV-Spezies ermittelt und 
mit diesem Wissen etwaigen fulminanten Verläufen einer RV-Infektion vorgebeugt 
werden. 
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2.  Material 
2.1 Oligonukleotide 
2.1.1 Primer  
• Reverse Transkription: Primer random p(dN)6  
      Hersteller: Sigma Aldrich/ Merck; Ref. 11 034 731 001  
      Konzentration in 1 ml Aqua dest. ≙ 2 µg/ µl; zum Gebrauch: Verdünnung      
      mit Aqua dest. im Verhältnis von 1:5 ≙ 400 ng/ nl (Endkonzentration) 
• Spezifische Primer: 
1. Sequenzierung der Region 5´UTR-VP4-VP2   
Hersteller: metabion international AG 
Bezeichnung         Sequenz 5´- 3´ 
- RhinoseqFW         GGG ACC AAC TAC TTT GGG TGT CCG TGT 
- RhinoseqRV         GCA TCI GGY ARY TTC CAC CAC CAN CC                       
2. Sequenzierung der Region VP1 
Hersteller: metabion international AG 
Bezeichnung          Sequenz 5´- 3´ 
- Rhino_VP1A/C_ext-fw      GTA TTA AAT GAA GTT HTG SHD GTN CC 
- Rhino_VP1-A/C_ext-rv     CAT CAT ATC CAT CAT ARA ACA TRT ART A 
- Rhino_VP1-A_int-fw        TTA GAT GCT GCT GAA ACN GGN CAY AC 
- Rhino_VP1-C_int-fw        AAT GCT CTG GCT GCT DTR GAR ATW GGG 
- Rhino_VP1-A/C_int-rv      TGG TGC CCC TGG TGG NAC RWA CAT 
- Rhino_VP1-B_ext-fw        GAT GAA TTG GAA GAA GTC ATT RTY GAN-   
             AAA 
- Rhino_VP1-B_ext-rv        CAT CAT CAT GTG AGT AAC CAT CAT ARA A           
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- Rhino_VP1-B_int-fw        GAG AGC TTC TTG GGT AGA KCN GCN- 
        TGT GT 
- Rhino_VP1-B_int-rv        GGT GCA CCT GGA GGT ACA TAC ATR- 
      GCY TG 
2.1.2  weitere Nukleinsäuren 
Längenstandard 
• 100 bp DNA Ladder  
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. 15628019 
Aufbereitung 
33 µl NaCl (200 mM in VE-Wasser = 0,584 g auf 50 ml Aqua dest.) 
20 µl 100 bp-DNA-Ladder 
55 µl DNA Gel Loading Dye (6X) 
222 µl RNase-freies Wasser 
 
Nukleotide 
• dNTP-Mix (1x 200 µl, 10 mM each)  
Hersteller: Qiagen; Kat.-Nr. 201900 
 
2.2  Enzyme 
• Enzyme-Mix (1x 200 µl)    
Hersteller: Qiagen; Ref. 210212 
• Platinum® Taq DNA Polymerase (120 µl) 
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. 10966034  
• SuperScript™ III Reverse Transcriptase (10 000 U total, 200 U/ µL)  
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. 18080044 
 
2.3  Reagenzsysteme 
• BigDye® Terminator v1.1 Cycle Sequencing Kit  
Hersteller: Applied Biosystems; Ref. 4336776  
• DyeEx® 2.0 Spin Kit (250) 
Hersteller: Qiagen; Ref. 63206  
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• Wizard®SV Gel and PCR Clean-Up System  
Hersteller: Promega; Ref. A9282 
 
2.4  Reagenzien 
• Aqua dest.  
• DNA Gel Loading Dye (6X) 
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Art.-Nr. R0611 
• DTT (1x 500 µL) 
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. 18080044 
• Essigsäure ROTIPURAN® 100 % p.a.  
Hersteller: ROTH; Art.-Nr. 3738.1 
• Ethanol puriss. 96.0 – 97.2 % 
Hersteller: Sigma Aldrich/ Merck; Art.-Nr. 24105-M  
• Ethidiumbromidlösung 10ml (1 %ige Lösung in Wasser, 10 mg/ ml) 
Hersteller: ROTH; Art.-Nr. 2218.1 
• Ethylenediaminetetraacetic acid disodium salt dehydrate, ACS reagent, 
99.0-101.0 % (EDTA) 
Hersteller: Sigma Aldrich/ Merck; Art.-Nr. E4884 
• HiDi™ Formamide  
Hersteller: Applied Biosystems; Ref. 431132 
• LE Agarose  
Hersteller: Biozym; Kat.-Nr. 840004 (500 g) 
• Magnesium chloride (50 mM; 1x 1000 µL) 
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. 10966034 
• RiboLock RNase Inhibitor (40 U/ µL); 2500 U  
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. EO0381  
• RNase-freies Wasser (2x 1900 µl) 
Hersteller: Qiagen; Ref. 210212 
• TRIS PUFFERAN® ≥ 99.9 % 
Hersteller: ROTH; Art.-Nr. 5429.3 
• Wasser ROTISOLV® HPLC Gradient Grade  
Hersteller: ROTH; Art.-Nr. A511.2 
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2.5  Puffer und Lösungen    
• 5X first-strand buffer (1x 1000 µL) [250 mM Tris-HCl (pH 8.3), 375 mM 
KCl,15 mM MgCl2] 
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. 18080044 
• 5X-buffer (1x 1000µl) 
Hersteller: Qiagen; Ref. 210212 
• 10X PCR-buffer (-MgCl2) (1x 1250 µL) 
Hersteller: Thermo Fisher Scientific; Kat.-Nr. 10966034 
• TAE-Puffer (50x; pH 8.5) 
- 242.0 g TRIS und 37.2 g EDTA abmessen, in Aqua dest. lösen, pH-Wert mit 
Essigsäure auf 8.5 einstellen 
- mit Aqua dest. auf V = 1 Liter auffüllen; zur Anwendung in der 
Gelelektrophorese nach folgendem Schema verdünnen: 
50 ml 50x TAE + 2450 ml Aqua dest. = 2500 ml = 1x TAE-Puffer 
 
2.6  Verbrauchsmaterialien  
2.6.1  Abfallentsorgung 
• Druckverschlussbeutel 220x330 mm 
• Glastrichter  
• Metallgestell für Abfallbeutel 
• Müllbeutel Plastik 60 l  
• Mülleimer Plastik groß 
• Plastikbehältnis 500 ml für Flüssigabfall 
• Plastikkanister 5 l mit Schraubverschluss (Ethidiumbromid-Abfall) 
2.6.2  Allgemeiner Laborbedarf 
• Anatomische Pinzette 
• Einweg-Skalpell mit Plastikgriff 
• Erlenmeyerkolben Enghals 300 ml/ 500 ml 
• Folienversiegelung  
Hersteller: Luminex Corporation; Part Number C000Z0454 
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• Gel-Caster  
Hersteller: BIO-RAD; Kat.-Nr. 1704412 
• Geltray 100 x 150 mm 
Hersteller: BIO-RAD; Kat.-Nr. 1704416 
• Laborglasflasche mit DIN Gewinde, GL 45 (1000 ml) 
Hersteller: DURAN®     
• Laborlöffel  
• Messzylinder Glas 1000 ml 
• PCR-Reaktionsgefäß, 0.2 ml, PP, Natur, mit angehängtem gefrostetem 
flachem Deckel  
Hersteller: SAPPHIRE; Ref. 683201 
• Plastikkanister 2.5 l mit Schraubverschluss 
• Plastikschale 
• PowerPac 300 
Hersteller: BIO-RAD 
• Reagiergefäß 1.5 ml  
Hersteller: Sarstedt AG & Co; Ref. 72.690.001 
• Schraubröhre, 50 ml, 114 x 28 mm, Spitzboden, PP, mit aufgedrucktem 
Schriftfeld und Skalierung  
Hersteller: Sarstedt AG & Co; Best.-Nr. 62.547.254 
• Sub-Cell® GT 
Hersteller: BIO-RAD; Kat.-Nr. 1704401 
• 15-/ 20-Taschen-Gelkamm 
• UV-Schutzbrille 
Hersteller: UVEX     
 
2.6.3   Büroartikel 
• Bürowelt-Laborbuch 
• Klebstoff 
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2.6.4  Hygiene 
• DESCOSEPT AF  
Hersteller: Dr. Schumacher; Ref. 00-311-010 
• HAND TOWEL ZIGZAG FOLD / 24.8 cm / NATURAL  
Hersteller: SCA Hygiene Products; Ref. 66424 
• Peha-soft® nitrile fino Einmalhandschuhe puderfrei, Größe S   
Hersteller: Hartmann; Ref. 942196 
• Kimtech 05511 Science Precision Wipes Tissue Disposable Wiper,               
8-25/64 " 
Length x 4-25/64" Width, White (60 Packs of 280)  
Hersteller: Kimberly-Clark    
• rotiprotect-NITRIL evo - Nitril-Einmalhandschuhe puderfrei, Größe M 
Hersteller: ROTH    
• Sterillium® classic pure  
Hersteller: Bode; Ref. 427061  
  
2.6.5  Pipetten und Pipettenspitzen 
• Discovery Comfort Pipette 2-20 µl  
Hersteller: HTL Lab Solutions; Kat.-Nr. 4043-DV 
• Filter Tip Gilson® Style 10 µl  
Hersteller: Greiner Bio-One; Ref. 771288 
• Filter Tip Gilson® Style 20 µl  
Hersteller: Greiner Bio-One; Ref. 774288 
• Filter Tip Gilson® Style 100 µl  
Hersteller: Greiner Bio-One; Ref. 772288 
• Filter Tip Gilson® Style 200 µl  
Hersteller: Greiner Bio-One; Ref. 739288 
• Filter Tip Gilson® Style 1000 µl  
Hersteller: Greiner Bio-One; Ref. 740288 
• PIPETMAN® P10 Pipette 1-10 µl  
Hersteller: Gilson®; Ref. F144802 
• PIPETMAN® P20 Pipette 2-20 µl  
Hersteller: Gilson®; Ref. F123600 
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• PIPETMAN® P100 Pipette 20-100 µl  
Hersteller: Gilson®; Ref. F F123615 
• PIPETMAN® P200 Pipette 50-200 µl  
Hersteller: Gilson®; Ref. F123601 
• PIPETMAN® P1000 Pipette 200-1000 µl  
Hersteller: Gilson®; Ref. F123602 
 
2.6.6  Stellmöglichkeiten 
• Aufbewahrungsbox für Reaktionsgefäße 1.5 ml, 81 Stellplätze 
• Ständer für Reaktionsgefäße 0.5 ml, 60 Stellplätze 
• Ständer für Reaktionsgefäße 0.5 ml, 96 Stellplätze, tiefkühlbar 
• Ständer für Reaktionsgefäße 1.5 ml, 80 Stellplätze 
 
2.7  Technische Ausstattung  
2.7.1  Computerhardware und Betriebssysteme 
• Flatron L1953PM PC-Bildschirm 
Hersteller: LG   
• Optiplex 7070 PC-Tower 
Hersteller: DELL     
• PC-Tower 
Hersteller: Peacock Tiara       
• Windows 7, Windows 98 
Entwickler: Microsoft Corporation   
 
2.7.2  Computersoftware 
• Citavi Version 6.1 
Entwickler: Swiss Academic Software 
• Geneious, Version 5.4.7 für Windows 
Entwickler: Biomatters Ltd.      
• Microsoft Office 2010 
Entwickler: Microsoft®  
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• MEGA-X, Version 10.0.4/ Juni 2018 
Entwickler: Pennsylvania State University 
• SAP ERP 6.0, Produktivsystem PRD Patientenversorgung  
Entwickler: SAP Deutschland SE & Co. KG, Zugang des Universitätsklinikums 
Leipzig  
• SPSS Version 24 
Entwickler: IBM 
 
2.7.3  Hygiene 
• Sterilisationsklebeband 
Hersteller: MMM Group  
• Vakulab HP 669-1HL Autoklav  
Hersteller: MMM Group    
 
2.7.4  Kühlung 
• Flockeneis-Bereiter AF 20 
Hersteller: Scotsman     
• kombinierter Kühl- und Tiefkühlschrank (-20.0 °C) 
Hersteller: Liebherr Premium    
• V86-600.1 Tiefkühlgerät (-80.0 °C) 
Hersteller: Ewald Innovationstechnik   
 
2.7.5  Technische Laborinstrumente 
• Digital Graphic Printer UP-0890  
Hersteller: SONY   
• 3500 Genetic Analyzer  
Hersteller: Applied Biosystems; Kat.-Nr. 4405673 
• GeneTouch 2 x 48 x 0.2 ml Dualblock  
Hersteller: Biozym; Art.-Nr.: 685035 
• GeneTouch Thermal Cycler Chassis 
Hersteller: Biozym; Art.-Nr.: 685012  
• Laborwaage BP2100-S (max. 2100 g, d=0.01 g) 
Hersteller: Sartorius    
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• Magnetrührer MR 3001 mit Heizplatte + Magnetrührstäbchen 
Hersteller: Heidolph  
• MicroAmp® Optical 96-Well Reaction Plate with Barcode 
Hersteller: Applied Biosystems; Ref. 4306737       
• Mikrowelle PRO II 
Hersteller: PANASONIC  
• Mini Spin® 
Hersteller: Eppendorf®; Katalog-Nr. 5452000010 
• MultiImage™ Light Cabinet 
Hersteller: ALPHA INNOTECH    
• pH-Messgerät  
• Savant Speed Vac® SPD111V 
Hersteller: Thermo Fisher Scientific   
• Thermomixer Compact mit 24 x 1.5 mL-Block 
Hersteller: Eppendorf®    
• UV-Tisch  
Hersteller: GenEquipe      
• Vakuum-Controller CVC 2000 
Hersteller: VACUUBRAND VARIO       
• Vortex-Genie 2® 
Hersteller: Scientific Industries; Best.-Nr. SI-0236   
• Zentrifuge 5417R  
Hersteller: Eppendorf®; Kat.-Nr. 22 62 180-7
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3.  Methoden 
3.1   Methodenüberblick 
3.1.1  Polymerase-Kettenreaktion 
Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) wurde in den 1980er-Jahren von Kary Mullis 
zur Vervielfältigung von DNA entwickelt. Sie nutzt die Fähigkeit der hitzestabilen DNA-
Polymerase aus dem Bakterium taq, einen dem sogenannten Template-Strang 


















Abb. 3: Ablauf einer Polymerase-Kettenreaktion. Die Schritte Denaturierung – Primerannealing – 
DNA-Neusynthese – Amplifikation wiederholen sich dabei zyklisch. 
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Diese Eigenschaft stellt die Basis für die Herstellung einer Vielzahl von Kopien des 
ursprünglichen DNA-Fragments dar. 
Die DNA wird initial zunächst auf eine Temperatur von 94-96 °C erhitzt. Dies dient der 
Denaturierung des DNA-Doppelstranges in die zur Vervielfältigung notwendige 
Einzelstrangform (Abb. 3). Da die Polymerase Nukleotide nur einer schon 
bestehenden 3´OH-Gruppe anfügen kann, benötigt sie zunächst einen einem Teil des 
DNA-Einzelstrangs komplementären Primer. Für jeden der beiden Template-Stränge 
wird jeweils ein spezifischer Primer verwendet. Dadurch ist es möglich, definierte DNA-
Fragmente einzugrenzen und zu amplifizieren (Mülhardt 2009). 
Die Bindung des Primers (= Annealing) erfordert eine spezifische Temperatur, die je 
nach Primer zwischen 50 und 60 °C liegt. Die DNA-Polymerase synthetisiert daraufhin 
am Primer beginnend strangabwärts durch Anfügen der entsprechenden 
Desoxynukleosid-Triphosphate (dNTPs) den komplementären DNA-Strang                    
(= Elongation). Die dNTPs bestehen aus jeweils einer Base (Adenin, Cytosin, Guanin, 










Die Elongation erfolgt bei einer für die jeweils genutzte Polymerase charakteristischen 
Temperatur von 68 – 72 °C. Nach Beendigung dieses ersten Zyklus werden die 
Schritte Denaturierung – Annealing – Elongation zyklisch wiederholt (= Amplifikation; 
Abb. 4: Aufbau eines Desoxyribonukleosidtriphosphates. Als Grundbausteine fungieren hier 
jeweils eine Nukleinbase in Kombination mit der Desoxyribose sowie einem Triphosphat. 
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Mülhardt 2009), so dass beispielsweise nach einer Anzahl von 35 Zyklen eine 
Kopienzahl der Originalsequenz von 234 entsteht. 
Um eine Verbesserung der Spezifität der PCR zu erreichen, wird die nested-PCR 
angewendet. Ein erstes Primer-Paar (extern) legt dabei zunächst grob den 
interessierenden DNA-Bereich fest und amplifiziert diesen. Die entstehenden Stränge 
dienen einem zweiten Primerpaar (intern) als Template-Strang. So können diese eine 
spezifische Region darin genau finden und vervielfältigen (Mülhardt 2009; Haff 1994). 
Möchte man RNA mit der PCR-Methode vervielfältigen, so muss diese zunächst via 
RT in cDNA umgeschrieben werden. Dafür wird das Enzym Reverse Transkriptase 
verwendet, das primär im retroviralen Genom verschlüsselt wird (Okayama u. Berg 
1982). 
3.1.2 Elektrophorese 
Die Wanderung geladener Teilchen in einem elektrischen Feld bezeichnet man als 
Elektrophorese, welche in Form verschiedener Subtypen existiert und in 
unterschiedlichen Bereichen angewendet wird. Ionische Substanzen werden dabei 
nach ihrer Ladung sowie Größe im angelegten elektrischen Feld aufgetrennt. Negativ 
geladene Teilchen wie Nukleinsäuren wandern dabei zur Anode (Gey 2015). 
 
 
Abb. 5: Beispielhafte Darstellung einer Gelelektrophorese. Standard = Längenstandard mit 
bekannten Fragmentlängen; bp = Basenpaare. Kleinere DNA-Fragmente (z.B. 100 bp) wandern im Gel 
weiter nach distal als größere (z.B. 500 bp). 1 – 5 = Beschriftung der Probennummern. Blau dargestellt 
sind die entstandenen Banden der jeweiligen Probe.  
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Im Rahmen der Gelelektrophorese werden Monomere oder auch gelöste Oligo- und 
Polymere als Trägersubstanz für die Nukleinsäuren genutzt. Nach Hinzugabe der 
Proben durchwandern diese nach Anlage einer definierten Spannung entsprechend 
ihrer Ladung das Gel. Sie werden dabei nach ihrer Größe aufgetrennt; je kleiner das 
Fragment ist, desto weiter wandert es (Abb. 5). Ein Längenstandard mit bekannten 
Fragmentlängen wird verwendet, um die Fragmentgrößen der untersuchten Proben 
beurteilen zu können. Ist der Laufprozess beendet, können die Fragmente für weitere 
Analysen aus der Matrix extrahiert werden.  
3.1.3 Sanger-Sequenzierung 
Die Methode der DNA-Sequenzierung nach Sanger wird auch als Didesoxymethode 
bezeichnet. Sie wird nach der Amplifikation des Originalfragments mit 
gelelektrophoretischer Auftrennung und anschließender Aufreinigung durchgeführt 
und verläuft in denselben Schritten wie die bereits beschriebene PCR (Denaturierung 
– Annealing – Elongation).  
Im Unterschied dazu arbeitet man hier jedoch nicht mit dNTPs, sondern mit ddNTPs 
(= Didesoxynukleosidtriphosphate). Pro Zyklus wird der Reaktion genau ein farblich 
markiertes ddNTP, zum Beipiel ddGTP, hinzugegeben, das bei seinem Einbau für eine 




Abb. 6: Ablauf der Sanger-Sequenzierung (v.l.n.r.). Nach der Amplifikation des betreffenden 
Moleküls und dessen Aufreinigung erfolgt die zyklisch ablaufende Sequenzierreaktion unter 
Verwendung von 4 ddNTPs. Nach anschließender Aufreinigung und Kapillarelektrophorese können 
die erhaltenen Sequenzen ausgewertet und eine Genotypenanalyse durchgeführt werden.  
Methoden 
   
24 
 
Bei jedem Zyklus wird dem Prozess ein anderes der vier ddNTPs (ddGTP, ddATP, 
ddCTP, ddTTP) mit unterschiedlicher farblicher Markierung beigegeben. Wird dieser 
Prozess mehrmals wiederholt, entsteht eine Vielzahl verschieden langer Fragmente. 
Diese werden im Zuge einer Kapillarelektrophorese innerhalb eines Sequencers 
aufgetrennt und die entsprechenden Basen abgelesen sowie komplementär 
umgewandelt (Lierz 2015).  
3.2 Vorgehen 
Zur Genotypisierung des Rhinovirus wurden für die Sequenzierung der Target-Region 
5´UTR-VP4-VP2  eine One-Step RT-PCR (RT und PCR werden in einem gemeinsamen 
Pipettieransatz und Blockcyclerprogramm nacheinander umgesetzt) und für die 
Region VP1 eine RT gefolgt von einer nested-PCR durchgeführt. Im Anschluss an die 
Amplifikation wurde die cDNA im Rahmen einer Gelelektrophorese dargestellt. Die 
Amplifikate wurden nachfolgend eluiert und sequenziert. Anschließend erfolgte die 
Analyse der patientenspezifischen klinischen Daten und die statistische Auswertung 
aller erhaltenen Parameter.  
3.3  Auswahl geeigneter Proben zur Typisierung 
Die Screening-PCR auf das Rhinovirus wurde im Institut für Virologie 
(Universitätsklinikum Leipzig) vorwiegend aus Nasen-Rachen-Abstrichen 
durchgeführt. Anschließend wurden alle positiv auf Rhinoviren getesteten Proben aus 
dem Zeitraum der Kalenderwoche 40/ 2013 bis zur Kalenderwoche 40/ 2017 gesichtet. 
Die zeitliche Differenzierung der betrachteten vier Jahre erfolgte in Form von Saisons. 
Als Saison wurde jeweils der Zeitraum ab der Kalenderwoche 40 des Vorjahres bis zur 
Kalenderwoche 40 des Folgejahres definiert.  
Pro Identifikationsnummer/ Patient blieb nur eine Probe innerhalb von 30 Tagen in die 
Typisierung eingeschlossen, auch wenn mehrere Materialien innerhalb dieses 
Zeitraumes entnommen wurden. So konnte eine möglichst umfassende und vielseitige 
Analyse der Genotypen-Verteilung im Jahresverlauf generiert werden.  
3.4 Allgemeine Hinweise  
Für alle RT-, PCR- bzw. Sequenzierreaktionen wurden autoklavierte Reaktionsgefäße 
des Volumens 0.5 ml verwendet. Für alle weiteren Arbeitsschritte, wurden 
autoklavierte Reaktionsgefäße mit einem maximalen Inhalt von 1.5 ml genutzt. Die 
verwendeten Primer wurden zum Gebrauch nach Herstellervorgaben als Stocklösung 
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auf 100 pmol/ µl eingestellt und als Arbeitskonzentration auf 1:10 verdünnt (entspricht 
10 pmol/ µl). 
3.5   Genotypisierung des Rhinovirus  
3.5.1  PCR-Ansätze 
3.5.1.1 Genom-Region 5´UTR-VP4-VP2 
Die Genotypisierung des Rhinovirus wurde zunächst in der Region 5´UTR-VP4-VP2 
durch eine One-Step-RT-PCR durchgeführt (Abb. 7). Hierbei wurde eine erste 
Zuordnung zum jeweiligen Genotypen der Probe erreicht.  
 
 
Zunächst wurde der notwendige Mastermix (anwendungsbereiter Mix aller für die PCR 
notwendigen Bestandteile) mithilfe des One-Step RT-PCR Kits, entsprechender 
Primer sowie des RiboLock RNase-Inhibitors vorbereitet und 10 µl der extrahierten 
















Reaktionsschritt Temperatur Zeit Zyklen 
Reverse Transkription 50.0 °C 30 min 1 
Denaturierung/  
Enzymaktivierung 
95.0 °C 15 min 1 
Amplifikation 
94.0 °C 1 min 
45 64.0 °C 30 s 
72.0 °C 45 s 
Finale Elongation 72.0 °C 5 min 1 
Kühlung 4.0 °C ∞   
Tabelle 1: One-Step RT-PCR. Pipettierschema (links) und Blockcyclerprogramm (rechts)  
Abb. 7: Lage der Target-Region 5´UTR-VP4-VP2 innerhalb des RV-Genoms. Der betreffende 
Bereich ist grün markiert.  
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3.5.1.2 Genom-Region VP1 
Im zweiten PCR-Zyklus wurden gruppenspezifische Sequenzierungen der Genom-




Zunächst wurde der notwendige Mastermix unter Verwendung des SuperScript™ III 
Reverse Transcriptase-Kits, Primer random p(dN)6 sowie des RiboLock RNase-
Inhibitors vorbereitet und 5 µl der extrahierten Nukleinsäure hinzugegeben (Tabelle 2). 










5xFirst Strand Buffer 2 
DTT (0,1 M) 1 
Random pd(N)6  
(400 ng/ µl) 
1 
dNTPs  
(10 mM each) 
0.5 
RNase-Inhibitor  
(40 U/ µl) 
0.5 
SuperScript III-RT  






Temperatur Dauer Zyklen 
 Primerannealing 25.0 °C 5 min 1 
Reverse  
Transkription 
50.0 °C 35 min 1 
Enzym- 
inaktivierung 
95.0 °C 2 min 1 
Kühlung 4.0 °C ∞ 1 
    
Tabelle 2: Region VP1. Pipettierschema (links) und Blockcyclerprogramm (rechts) der Reverse Trans-
kription 
Abb. 8: Lage der Target-Region VP1 innerhalb des RV-Genoms. Der betreffende Bereich ist grün 
markiert. 
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Nested-PCR – Schritt 1 (Extern) 
Der notwendige Mastermix wurde unter Verwendung des Platinum™ Taq DNA 
Polymerase-Kits sowie der entsprechenden Extern-Primer vorbereitet (Tabelle 3). Die 





Nested-PCR – Schritt 2 (Intern)  
Der notwendige Mastermix wurde unter Verwendung des Platinum™ Taq DNA 
Polymerase-Kits sowie der entsprechenden Intern-Primer vorbereitet (Tabelle 4). Die 



















Platinum-Taq (5 U/ µl) 0.5 
cDNA 10 
Gesamtmenge 50 
Reaktionsschritt Temperatur Dauer Zyklen 
Denaturierung/  
Enzymaktivierung 
95.0 °C 3 min 1 
Amplifikation 
95.0 °C 30 sec 
40 
50.0 °C 30 sec 
72.0 °C 45 sec 
Finale Elongation 72.0 °C 5 min 1 
Kühlung 4.0 °C ∞ 1 
Reaktionsschritt Temperatur Dauer Zyklen 
Denaturierung/  
Enzymaktivierung 
95.0 °C 3 min 1 
Amplifikation 
95.0 °C 30 sec 
40 55.0 °C 30 sec 
72.0 °C 25 sec 
Finale Elongation 72.0 °C 5 min 1 












Platinum-Taq (5 U/ µl) 0.5 
Amplifikat 5 
Gesamtmenge 50 
Tabelle 3: Region VP1 – extern. Pipettierschema (links) und Blockcyclerprogramm (rechts) der                     
nested-PCR 
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Alternativprotokoll Nested-PCR – Schritt 1 (Extern) 
Konnte mit o.g. Arbeitsabläufen in der Elektrophorese (s.u.) keine sichtbare 
Amplifikatmenge zur Sequenzierung der Region VP1 produziert werden, wurde ein 
alternatives nested-PCR-Protokoll angewendet. Dabei wurden die im Originalprotokoll 
einzeln durchgeführte RT sowie Extern-PCR zu einer One-Step-RT-PCR 
zusammengefasst und der Intern-PCR vorangestellt. Verwendet wurden hierbei 
anstatt des Platinum™ Taq DNA Polymerase-Kits das One-Step RT-PCR Kit, die 
entsprechenden Extern-Primer sowie der RiboLock RNase-Inhibitor (Tabelle 5). Die 






















Alternativprotokoll Nested-PCR – Schritt 2 (Intern)  
Der für den zweiten Amplifikationsschritt der modifizierten nested-PCR notwendige 
Mastermix wurde unter Verwendung des Platinum™ Taq DNA Polymerase-Kits sowie 
der entsprechenden Intern-Primer wie im unveränderten Protokoll vorbereitet     




Tabelle 5: Alternativprotokoll Region VP1 – extern. Pipettierschema (links) und Blockcyclerprogramm 
(rechts). Modifikationen des Blockcyclerprogramms der One-Step RT-PCR sind kursiv und fett markiert 
(vgl. Tabelle 1). 
Reaktionssch
ritt 
Temperatur Dauer Zyklen 
Reverse  
Transkription 




95.0 °C 15 min 1 
Amplifikation 
94.0 °C 30 sec 
50 50.0 °C 30 sec 
72.0 °C 45 sec 
Finale  
Elongation 
72.0 °C 5 min 1 
Kühlung 4.0 °C ∞ 1 
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Reaktionsschritt Temperatur Dauer Zyklen 
Denaturierung/  
Enzymaktivierung 
95.0 °C 3 min 1 
Amplifikation 
95.0 °C 30 sec 
50 50.0 °C 30 sec 
72.0 °C 25 sec 
Finale Elongation 72.0 °C 5 min 1 
Kühlung 4.0 °C ∞ 1 
 
3.5.2 Gelelektrophorese 
Für die Herstellung eines 1.5 %igen Elektrophoresegels wurden 2.25 g LE Agarose 
mit 150 ml 1x TAE-Puffer versetzt und anschließend bis zu ihrer vollständigen 
Auflösung erhitzt. Bei einer Temperatur von etwa 60.0 °C wurden 9 µl Ethidiumbromid 
(1 %ige Lösung in Wasser, 10 mg/ ml) hinzugegeben.  
Nach der Aushärtung des Gels wurde es in die mit TAE-Puffer gefüllte Laufkammer 
verbracht. Es wurden je 10 µl 6x LoadingDye zu jedem PCR-Produkt hinzugegeben. 
Anschließend wurden jeweils 40 µl der Mixtur aus PCR-Produkt und 6x LoadingDye in 
jede Geltasche sowie 15 µl 100 bp-DNA-Ladder in die letzte freie Tasche pipettiert. 
Die Elektrophorese wurde bei 120 V für 30-40 Minuten durchgeführt. Anschließend 
folgte die Darstellung der entstandenen Banden im MultiImage Light Cabinet. Die 
Fragmentgröße liegt bei ca. 550 bp für die Region 5´UTR-VP4-VP2 (Abb. 10, oben).  
Die für die Untersuchung des Abschnittes VP1 relevanten Fragmentlängen liegen bei 
348-375 bp für die Spezies A, bei 269-296 bp für die Spezies B und bei 312-315 bp 
für die Spezies C. Abschließend wurden die betreffenden Banden unter möglichst 
kurzzeitiger Belichtung auf dem UV-Tisch sichtbar gemacht (Abb. 9, unten), 
ausgeschnitten und die Amplifikate darauf folgend eluiert (s. u.). 
 
Tabelle 6: Alternativprotokoll Region VP1 – intern. Blockcyclerprogramm des Alternativprotokolls 
VP1 - intern. Modifikationen zu Tabelle 4 (nested-PCR [intern]) sind kursiv und fett markiert. 
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Für die Durchführung der Elution der Nukleinsäurefragmente wurde entsprechend des 
Wizard® SV Gel and PCR Clean-Up Systems das Gewicht der einzelnen Gelstücke 
innerhalb der 1.5 ml-Reaktionsgefäße bestimmt. Die Elution erfolgte nach folgendem 
Protokoll: 
1. Zugabe von 10 µl Membrane Binding Solution zu je 10 mg des Gelstücks 
2. Inkubation von Gel und Lösung im Thermomixer Compact (65.0 °C, 1000 rpm) 
bis zur vollständigen Auflösung des Gelstücks (etwa 5-10 min) 
3. Insertion der SV Minicolumns in die Collectiontubes 
4. Transfer der Lösung auf die SV Minicolumn; Inkubation bei Raumtemperatur  
für 1 min. 
5. Zentrifugation der SV Minicolumns bei 12 200 rpm für 1 min 
6. Verwerfen der abzentrifugierten Flüssigkeit in Abfallbehälter und kurzes  
Abklopfen des Collectiontubes auf Zellstoff zur Elimination von Restflüssigkeit;  
Wiedereinsetzen der SV Minicolumns in die Collectiontubes  
Abb. 9: Gelelektrophorese-andenmuster des Rhinovirus für die Region 5´UTR-VP4-VP2 (oben) und 
VP1-A (unter ultraviolettem Licht; unten). Ziffern 1-18 = jeweilige Probennummer, N = Negativ-kontrolle; 
L = 100 bp-DNA-Ladder 
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7. Hinzugabe von je 700 µl der Waschlösung (vor Nutzungsbeginn Auffüllung mit  
Ethanol puriss. 96.0-97.2%) pro SV Minicolumn 
8. Zentrifugation bei 12 200 rpm für 1 min 
9. Verwerfen des Überschusses und Wiedereinsetzen der SV Minicolumns  
10. Wiederholung der Schritte 7 – 9 mit 500 µl pro Collectiontube und  
Zentrifugation für 5 min bei 12 200 rpm 
11. Zentrifugation der geleerten Collectiontubes ohne Zentrifugendeckel für 1 min  
bei 12 200 rpm zur Verdampfung eventuellen Restalkohols 
12. Einsetzen der SV Minicolumns in vorbereitete 1.5 ml-Reagiergefäße und  
Verwerfen des Collectiontubes 
13. Hinzufügen von je 40 µl für sehr starke Banden, 30 µl für schwache Banden  
Nuclease-freien Wassers pro Collectiontube 
14. Inkubation für 1 min bei Raumtemperatur 
15. Zentrifugation bei 12 200 rpm für 1 min 




Geringe erhaltene Amplifikatmengen der Genom-Region 5´UTR-VP4-VP2 (sehr 
schwache Banden in der Gelelektrophorese) konnten durch eine 
Reamplifikationsreaktion erneut vervielfältigt werden.  
Der hierfür notwendige Mastermix wurde unter Verwendung des Platinum™ Taq DNA 
Polymerase-Kits sowie der entsprechenden Primer vorbereitet (Tabelle 7). Die 
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Reaktionsschritt Temperatur Dauer Zyklen 
Denaturierung/  
Enzymaktivierung 
95.0 °C 3 min 1 
Amplifikation 
95.0 °C 30 sec 
40 64.0 °C 30 sec 
72.0 °C 45 sec 
Finale Elongation 72.0 °C 2 min 1 





















Auch geringe erhaltene Amplifikatmengen der Genom-Region VP1 konnten durch eine 
Reamplifikationsreaktion erneut vervielfältigt werden.  
Der hierfür notwendige Mastermix wurde unter Verwendung des Platinum™ Taq DNA 
Polymerase-Kits sowie der entsprechenden Intern-Primer vorbereitet (Tabelle 8). Die 






Anschließend wurde erneut wie in 3.4.2 und 3.4.3 beschrieben verfahren.  
Reaktionsschritt Temperatur Dauer Zyklen 
Denaturierung/  
Enzymaktivierung 
95.0 °C 3 min 1 
Amplifikation 
95.0 °C 30 sec 
40 55.0 °C 30 sec 
72.0 °C 25 sec 
Finale Elongation 72.0 °C 5 min 1 














Platinum-Taq (5 U/ µl) 0.5 
gereinigtes Amplifikat 1 
Gesamtmenge 50 
Tabelle 7: Reamplifikation der Region 5´UTR-VP4-VP2. Pipettierschema (links) und Blockcycler-
programm (rechts) 
 
Tabelle 8: Reamplifikation der Region VP1. Pipettierschema (links) und Blockcyclerprogramm (rechts) 
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3.5.5 Sequenzierreaktion  
Zur Sequenzierung wurden das BigDye® Terminator v1.1 Cycle Sequencing Kit sowie 





3.5.6 Aufreinigung des Sequenzierproduktes 
Zur Aufreinigung der Produkte der Sequenzierreaktion wurde das DyeEx® 2.0 Spin Kit 
(250) genutzt. Es wurde dabei nach folgendem Protokoll gearbeitet:  
1. Präparation von 2 ml-Collection Tubes 
2. Vortexen der spin column zur Resuspendierung des Granulats 
3. Lockerung des Deckels um eine Vierteldrehung zur Vermeidung eines  
Vakuums im Inneren 
4. Abbrechen des Verschlusses an der Unterseite der spin column + Einsetzen  
der spin column in die Collection-Tubes 
5. Zentrifugation bei 2700 rpm für 3 min 
6. Präparation von 1.5 ml-Reagiergefäßen 
7. Verwerfen abzentrifugierter Flüssigkeit in den Flüssigabfallbehälter +  
Entsorgen der Collection-Tubes in den Labormüll 








1 Rhino_VP1-A_int-fw / 
Rhino_VP1-B_int-fw / 
Rhino_VP1-C_int-fw 
gereinigtes Amplifikat 2 
Gesamtmenge 10 




95.0 °C 2 min 1 
Amplifikation 
95.0 °C 30 sec 
25 
60.0 °C  
(5´UTR-VP4-VP2) / 
55.0 °C (VP1) 
15 sec 
60.0 °C 4 min 
Kühlung 4.0 °C ∞ 1 
Tabelle 9: Sequenzierreaktion. Pipettierschema (links) und Blockcyclerprogramm (rechts) 
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9. Öffnen und anschließendes Verwerfen des gelockerten Deckels der spin  
column 
10. Pipettieren jeweils eines Sequenzierprodukts pro spin column  
(mittig auf deren Oberfläche ohne Berührung) 
11. Zentrifugation bei 2700 rpm für 3 min 
12. Entfernung und Verwerfen der spin column 
13. Schließen des Deckels; aufgereinigtes Produkt im 1.5 ml-Reagiergefäß  
 
3.5.7  Flüssigkeitsentzug in der Vakuumzentrifuge 
Die Proben wurden anschließend für 20 Minuten unter Verwendung einer 
Vakuumzentrifuge (Savant Speed Vac® SPD111V) getrocknet.  
3.5.8 Sequenzierung 
Vor der Analyse des Sequenzierproduktes wurde dieses in je 20 µl HiDi-Formamid 
resuspendiert und anschließend sequenziert (Genetic Analyzer 3500, Applied 
Biosystems).  
3.5.9  Auswertung der Sequenzen – Geneious  
Die erhaltenen Sequenzen wurden mit dem Programm Geneious 5.4.7 für Windows 
analysiert (Abb. 10).  
 
 
Zunächst wurden alle Sequenzdateien der in der Region 5´UTR-VP4-VP2 
sequenzierten Proben sowie die dazu gehörigen Referenzalignments (Punkt 8.1) 
inklusive der entsprechenden Primersequenzen (Punkt 2.1.1) ins Geneious-Programm 
Abb. 10: RV-Gensequenz. A = Adenin, C = Cytosin, G = Guanin, T = Thymin 
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importiert. Das anschließende Alignment wurde unter folgenden Bedingungen 
durchgeführt: zunächst Entfernung etwaiger Lücken in der Basenabfolge mit 
Vermeidung einer Sequenzverschiebung, 51.0 %-iger Identity Consensus sowie 
Elimination der Reverse-Primer aus allen Sequenzen. 
Über die Webseite https://www.rivm.nl/mpf/typingtool/enterovirus/ erfolgte die 




So konnten im nächsten Arbeitsschritt gruppenspezifische Alignments durchgeführt 
werden. Dazu wurden beispielsweise alle der Gruppe A zugeordneten Sequenzen mit 
den A-Referenzalignments für 5´UTR-VP4-VP2 mit 51.0 %-igem Identity Consensus 
zusammengebracht. Aus diesen wurden die nicht-kodierenden Bereiche am 5´- und 
3´-UTR-Ende eliminiert.  
Für die Zuordnung der Rhinovirus-Sequenzen zu den entsprechenden exakten 
Genotypen wurden genetische Stammbäume erstellt. Dies geschah unter Nutzung von 
HKY (Hasegawa, Kishino, Yano; Rambaut 1997) als Modell zur Berechnung der 
genetischen Distanzen sowie UPGMA (Unweighted Pair Group Method with Arithmetic 
Mean; Loewenstein et al. 2008) als Cluster-Methode. Die entsprechenden exakten 
Genotypen konnten durch Ablesen der Zuordnung zu den einzelnen Ästen des 




Abb. 11: Beispiel eines Analyseergebnisses zur Eingruppierung einzelner RV-Proben in die      
Spezies A, B oder C. Spaltenbezeichnung „Length“ = erhaltene Anzahl der Basen in der Sequenz 
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Exemplarisch wird die Probennummer A/Universitätsklinikum_Leipzig/ 
129_2014 dem Genotypen A7 zugruppiert. Sie hat eindeutig denselben genetischen 
Ursprung wie die Referenzsequenzen dieses Genotyps und ist ihnen so ähnlich, dass 
sie demselben Ast des Genbaums zugeordnet wurde. Die Analyse der VP1-Sequenzen 
verlief analog. 
3.6 Analyse patientenspezifischer klinischer Daten 
Die klinischen Daten des entsprechenden Patientenaufenthalts wurden der ärztlichen 
Dokumentation in der klinikinternen digitalen Patientenakte (SAP ERP 6.0, 
Produktivsystem PRD) entnommen.  
Als nosokomial wurde dabei eine Infektion definiert, bei welcher der Patient ohne 
respiratorische Symptomatik zur stationären Aufnahme kam und diese erst nach über 
72 Stunden im Krankenhausaufenthalt auftrat. 
Folgende Kriterien wurden untersucht: 
 
Abb. 12: Genetischer Stammbaum zur Zuordnung der erhaltenen Sequenzen zu spezifischen 
RV-Genotypen im Programm Geneious. 
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1.   Geschlecht m/ w 
2.   Alter in Jahren 
3.   BMI - Body Mass Index  Perzentilen 
4.   Aufnahmediagnose ICD-10 
5.   Aufenthalt  amb./ stat. 
6.   Aufenthaltsdauer  in Tagen 
7.   Ansteckung  amb./ nosok. 
8.   Rhinovirus als Diagnose Ja/ Nein 
9.   Frühgeburt Ja/ Nein 
10. Anämie Ja/ Nein 
11. Asthma bronchiale Ja/ Nein 
12. Atemwegsassoziierte Allergie Ja/ Nein 
13. Dyspnoe Ja/ Nein 
14. Genetisch bedingte Erkrankung Ja/ Nein 
15. Immunsuppression Ja/ Nein 
16. Kongenitale Herzerkrankung/ kardiovaskuläre Erkrankung Ja/ Nein 
17. Malignom/ Neubildung Ja/ Nein 
18. Stoffwechselerkrankung Ja/ Nein 
19. Strukturveränderungen der Lunge Ja/ Nein 
20. Respiratorische Symptomatik vorhanden Ja/ Nein 
21. Akute Infektion der oberen Atemwege Ja/ Nein 
22. Akute Infektion der unteren Atemwege Ja/ Nein 
23. Bronchitis Ja/ Nein 
24. Pharyngitis Ja/ Nein 
25. Pneumonie  Ja/ Nein 
26. Rhinitis Ja/ Nein 
27. Tonsillitis Ja/ Nein 
28. Fieber a-/subfebril, febril 
29. Ko-Infektion der Atemwege Erreger 
30. Bronchodilatator Ja/ Nein 
31. ITS-Aufenthalt Ja/ Nein 
32. ITS-Aufenthalt  in Tagen 
33. Beatmung  Modus 
34. FiO2 - inspiratorischer Sauerstoff-Flow absolut 
35. SpO2 - periphere Sauerstoffsättigung in % absolut 
36. C-reaktives Protein absolut 
37. pCO2 - Kohlenstoffdioxid-Partialdruck absolut 
38. pH-Wert absolut 
39. Hämatokrit altersentsprechend 






Tabelle 10: Kriterien zur Analyse der patientenspezifischen Daten. In der linken Spalte findet sich 
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3.7 Statistische Auswertung 
3.7.1  Statistikprogramm  
Die Analyse der erhobenen Daten erfolgte über die Software SPSS Version 24 (IBM, 
New York, USA). Dafür wurden die o.g. Variablen numerisch codiert. 
Alle dichotomen kategorialen Variablen wurden mit den Ziffern „1; 2“ verschlüsselt. Das 
Kriterium „Fieber“ wurde nach der Abstufung „normale Temperatur (< 37.5 °C)“, 
„subfebrile Temperatur (37.5 – 37.9 °C)“ und „Fieber (≥ 38.0 °C)“ klassifiziert. Ko-
Infektionen der Atemwege wurden in „bakteriell“, „viral“, „kombiniert“ und „keine Ko-
Infektion“ eingeteilt. Die Variable „Atemhilfe“ wurde mit „nicht-invasive Ventilation und/ 
oder High-Flow-Therapie, invasive Ventilation“ und „keine“ codiert. Der Body Mass 
Index der Kinder wurde perzentilenorientiert in „<3. Perzentile, starkes Untergewicht, 
<10. Perzentile, Untergewicht, 10.-90. Perzentile, Normalgewicht, >90. Perzentile, 
Übergewicht“ und „>97. Perzentile, starkes Übergewicht“ eingeteilt (Kromeyer-
Hauschild et al. 2015; Kromeyer-Hauschild et al. 2001) und auch mit Absolutwerten 
auf der metrischen Skala betrachtet. 
Labortechnisch bestimmte Werte wurden z. T. kategorisiert. pH-Werte wurden den 
Klassen „azidotisch (< 7.36), normal (7.36 – 7.44)“ und „alkalotisch (> 7.44)“ 
zugeordnet, der CO2-Partialdruck den Bereichen „erniedrigt (< 35mmHg), normal (35 
- 45mmHg)“ sowie „erhöht (> 45mmHg)“. Die labortechnischen Absolutwerte wurden 
ebenfalls betrachtet. Leukozyten- und Hämatokritwerte wurden in die Kategorien 
„altersentsprechend erniedrigt/ normal/ erhöht“ eingeteilt (Hagemann 2016). Die 
(Intensiv-)Aufenthaltsdauer in Tagen, das Alter und alle anderen Absolutwerte wurden 
direkt als numerisch skalierte Werte in das Programm übernommen. Die Zugehörigkeit 
zur Rhinovirus-Spezies wurde als eigene Kategorie kodiert (A = 1, B = 2, C = 3). 
Einzelangaben, zu denen keine Information in den Epikrisen gefunden werden 







   
39 
 
3.7.2  Testverfahren  
3.7.2.1 Prüfung auf Normalverteilung 
Um die Verteilung metrisch skalierter Variablen zu betrachten, wurden Histogramme 
mit Normalverteilungskurve erstellt. Für Laborwerte wie beispielsweise das C-reaktive 
Protein wurden dafür Abszissen- und Ordinatenachse z. T. logarithmiert, um 
Ausreißerwerte übersichtlich in die Darstellung zu integrieren. P-P-Diagramme wurden 
zur Visualisierung der Werteverteilung angefertigt. 
3.7.2.2 χ2-Test 
Für die Betrachtung von Zusammenhängen zwischen kategorialen Variablen                 
wurde der χ2-Test auf dem 95.0 %-Signifikanzniveau angewendet. Ein p < 0.05 
(asymptotische Signifikanz, zweiseitig) führte zur Ablehnung der Nullhypothese. Bei 
Erwartungswerten < 5 wurde der Exakte Fisher-Test auf dem 95.0 %-Signifikanzniveau 
angewendet.  
3.7.2.3 t-Test 
Für die Betrachtung von Zusammenhängen unabhängiger, normalverteilter, metrischer 
Variablen wurde der t-Test auf dem 95.0 %-Signifikanzniveau angewendet. Ein                
p < 0.05 (asymptotische Signifikanz, zweiseitig) führte zur Ablehnung der 
Nullhypothese. Zunächst wurde die Varianzhomogenität der Variablen mithilfe des 
Levene-Tests geprüft. Bei einem p < 0.2 wurde für die Berechnung des der 
Fragestellung entsprechenden Signifikanzwertes der Welch-Test verwendet. Bei 
einem p > 0.2 wurde die Varianzhomogenität der Variablen angenommen und der 
allgemeine t-Test angewendet. 
3.7.2.4 Mann-Whitney-U-Test 
Für die Betrachtung von Zusammenhängen unabhängiger, mindestens 
ordinalskalierter, nicht-normalverteilter Variablen  wurde der  Mann-Whitney-U-Test auf 
dem 95.0 %-Signifikanzniveau angewendet. Ein p < 0.05 (asymptotische Signifikanz, 
zweiseitig) führte somit zur Ablehnung der Nullhypothese. Die Effektstärke wurde mit 
  berechnet. Dabei entsprach r = 0.1 einem schwachen, r = 0.3 einem mittleren 
und r = 0.5 einem starken Effekt (Cohen 1992).  
3.7.2.5 Kruskal-Wallis-Test 
Für die Betrachtung von Zusammenhängen zweier oder mehrerer mindestens 
Methoden 
   
40 
 
ordinalskalierter, unabhängiger, nicht-normalverteilter Variablen wurde der Kruskal-
Walllis-Test auf dem 95.0 %-Signifikanzniveau angewendet. Ein p < 0.05 
(asymptotische Signifikanz, zweiseitig) führte somit zur Ablehnung der Nullhypothese. 
Anschließend wurde der Dun-Bonferroni-Test als Post-hoc-Test durchgeführt, um zu 
bestimmen, welche Gruppen sich signifikant unterscheiden. Die Effektstärke wurde mit 
 berechnet. Dabei entsprach r = 0.1 einem schwachen, r = 0.3 einem mittleren 
und r = 0.5 einem starken Effekt (Cohen 1992). 
3.8 Phylogenetische Analyse 
Die Analyse der genetischen Verwandtschaft und Entwicklung der Rhinoviren wurde 
mithilfe des Programms MEGA-X realisiert. Die statistische Analyse wurde via Maxium 
Likelihood-, die Phylogenie mithilfe der Bootstrap-Methode mit 1000 Wiederholungen 
durchgeführt. Das Tamura-Nei-Modell fungierte als Substitutionsmodell. Es wurden an 
den jeweiligen Ästen statistische Werte mit einer Frequenz über 80.0 % dargestellt. 
Die Längen der untersuchten Sequenzen lagen in der Genom-Region 5´UTR-VP4-VP2 
bei 384 bp (RV-A), 411 bp (RV-B) und 393 (RV-C). In der Region VP1 betrugen sie   
294 bp (RV-A), 233 bp (RV-B) sowie 232 bp (RV-C). 
Insgesamt wurden die vorhandenen Sequenzen nach RV-Spezies und 
Typisierungsregion gruppiert untersucht. Außerdem wurde die Phylogenie der drei 
insgesamt häufigsten Genotypen betrachtet.  
Ergebnisse 




4.1  Molekulare Epidemiologie der RV-Genotypisierung 
4.1.1  Allgemeines   
Aus der Saison 2013/ 2014 wurden 146 (18.8 %), aus der Saison 2014/ 2015              
219 (28.2 %), aus der Saison 2015/ 2016 183 (23.6 %) und aus der Saison 2016/ 2017 
insgesamt 229 (29.5 %) Rhinovirus-positive Materialien typisiert. Die meisten RV-
Nachweise wurden in den Frühlings- sowie Herbst- bzw. Wintermonaten verzeichnet 
(Abb. 13). Die Spitzen in der Detektion des Virus lagen dabei für die Saison 2013/ 2014 
im April und Oktober und in der Saison 2014/ 2015 in den Monaten März und 
September. In der darauffolgenden Saison 2015/ 2016 wurde RV am häufigsten im 





Abb. 13: Anzahl der RV-Nachweise im Jahresverlauf nach Saison. Dargestellt werden jeweils 
Absolutwerte. 
Ergebnisse 
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In der Target-Region 5´UTR-VP4-VP2 gelang für 762 (98.1 %) Untersuchungs-
materialien eine eindeutige Zuordnung zu einem spezifischen Genotyp (Abb. 14).       
15 Materialien konnten nicht sequenziert werden. Ausschlaggebend für die geno-
typische Zuordnung war das entsprechende Sequenzierungsergebnis aus VP1.In der 
Target-Region VP1 konnten 761 (97.9 %) Untersuchungsmaterialien eindeutig typisiert 
werden. Für 16 Materialien war eine Sequenzierung nicht möglich. Hier wurde für die 
Zuordnung auf das Ergebnis der Typisierung der Target-Region 5´UTR-VP4-VP2 
zurückgegriffen. Insgesamt konnten 6 eindeutige Ko-Infektionen nachgewiesen 
werden. 6 Materialien wiesen möglicherweise rekombinante Virusgenome auf. Hier 
wurde in beiden Target-Regionen ein jeweils eindeutiger Genotyp detektiert 




Abb. 14: Quantitative Resultate der RV-Typisierung Saison 2013/ 2014 –2016/ 2017. Für über 90 % der 
Materialien gelang eine eindeutige Sequenzierung in beiden Target-Regionen. Für 31 verschiedene Proben 
konnte entweder nur die Target-Region 5´UTR-VP4-VP2 oder VP1 typisiert werden.  
Ergebnisse 
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4.1.2  RV-Spezies 
Von den 777 untersuchten Einzelproben konnten insgesamt 383 (49.3 %) eindeutig 
der RV-Spezies A, 46 (5.9 %) der RV-Spezies B, 342 (44.0 %) der RV-Spezies C und 
6 (0.8 %) zwei Spezies (Ko-Infektionen) zugeordnet werden. In allen vier Saisons 
waren Infektionen durch Rhinoviren der RV-Spezies A, B und C zu nahezu gleichem 
Anteil zu verzeichnen (Tabelle 11). In der Saison 2013/ 2014 konnten 74 der insgesamt 
146 Infektionen mit Rhinoviren der Spezies A zugewiesen werden, was einem Anteil 
von 50.7 % entsprach. In den drei darauffolgenden Saisons verursachte die Spezies 
A 50.2 %, 49.2 % und 47.6 % der Infektionen. In den Spezies B und C bewegte sich 
die Anzahl der der jeweiligen Gruppe zugeordneten Genotypen zwischen 5.0 % und 
6.6 % für Typ B sowie 41.8 % und 46.3 % für Typ C. Insgesamt wurden 6 Ko-
Infektionen nachgewiesen, 3 davon in der Saison 2015/ 2016. 
 
 





         RV-C                    Ko-Infektion 
n (%)                           n (%) 
2013/ 2014 74 (50.7) 9 (6.2)   61 (41.8)                      2 (1.4) 
2014/ 2015 110 (50.2) 11 (5.0)   97 (44.3)                      1 (0.5) 
2015/ 2016 90 (49.2) 12 (6.6)   78 (42.6)                      3 (1.6) 
2016/ 2017 109 (47.6) 14 (6.1) 106 (46.3)                      0 (0.0) 
Gesamt 
 
383 (49.3) 46 (5.9) 342 (44.0)                      6 (0.8) 
    
Im gesamten Untersuchungszeitraum vom September 2013 bis zum September 2017 
waren in den Monaten Januar bis August die Rhinoviren der Spezies A für den 
insgesamt größten Anteil an Infektionen verantwortlich (50.9 – 68.6 %). Rhinoviren der 
Spezies C dominierten hingegen die Monate September bis Dezember und 
verursachten während dieser Zeit 46.9 – 62.8 % der Infektionen. Es zeigte sich 
außerdem eine Konzentration der Infektionen durch Rhinoviren der Spezies B auf den 
Zeitraum September bis November. Während dieser Monate verursachte RV-B 12.8 – 
18.1 % aller nachgewiesenen RV-Infektionen. In allen übrigen Monaten lag dieser 




Tabelle 11: Verteilung der RV-Spezies A – C nach Saison. RV-A verursachte durchgehend etwa die 
Hälfte aller RV-Infektionen. Der zweitgrößte Anteil der Infektionen wurde durch RV-C ausgelöst.  
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4.1.3 Spezifische RV-Genotypen  
Insgesamt konnten 136 verschiedene Genotypen des Rhinovirus nachgewiesen 
werden (Tabelle 12). Von diesen gehörten 65 zur RV-Spezies A, 21 zur RV-Spezies B 
und 50 zur RV-Spezies C. Der insgesamt am häufigsten vorkommende Genotyp war 
A78 (27; 3.5 %), gefolgt von A101 (22; 2.8 %) und C2 (22; 2.8 %).  
Innerhalb der RV-Spezies A wurden die Genotypen A78 (27; 7.1 %), A101 (22; 5.7 %) 
sowie A49 (19; 5.0 %) am häufigsten nachgewiesen. In der Spezies B waren es B3  
(4; 8.7 %), B42 (4; 8.7 %), B52/104 (4; 8.7 %) und B103 (4; 8.7 %). In der Spezies C 
traten die Genotypen C2 (22; 6.4 %), C11 (20; 5.8 %) sowie C1 (18; 5.3 %) am 
häufigsten auf.  
 
 
RV-Genotyp n (%) RV-Genotyp n (%) RV-Genotyp n (%) 
1.      A1 10 (1.3) 49.   A78 27 (3.5)  96.   C11 20 (2.5) 
2.     A2   1 (0.1) 50.   A80 11 (1.4)  97.   C12 13 (1.7) 
3.     A7   1 (0.1) 51.   A81 10 (1.3)  98.   C13   1 (0.1) 
4.     A8   4 (0.5) 52.   A82   3 (0.4)  99.   C15 14 (1.8) 
5.     A9   5 (0.6) 53.    A85 10 (1.3)  100.   C16 14 (1.8) 
6.   A10   3 (0.4) 54.   A88   4 (0.5) 101.  C17   2 (0.3) 
7.   A11   5 (0.6) 55.   A89   5 (0.6) 102.  C18   4 (0.5) 
8.   A12 13 (1.7) 56.   A94   2 (0.3) 103.  C19   6 (0.8) 
9.   A15   7 (0.9) 57.   A96   1 (0.1) 104.  C20   1 (0.1) 
10.   A18   5 (0.6) 58. A100   1 (0.1) 105.  C21 12 (1.5) 
11.   A19   8 (1.0) 59. A101 22 (2.8) 106.  C22   8 (1.0) 
12.   A20   1 (0.1) 60. A103   7 (0.9) 107.  C23   8 (1.0) 
13.   A21   5 (0.6) 61. A104   4 (0.5) 108.  C24   6 (0.8) 
14.   A22 12 (1.5) 62. A105   6 (0.8) 109.  C25 12 (1.5) 
15.   A23   1 (0.1) 63. A107    2 (0.3) 110.  C26   5 (0.6) 
16.   A24   1 (0.1) 64. A108   3 (0.4) 111.  C27   5 (0.6) 
       17.   A25/62   1 (0.1) 65. A109   1 (0.1) 112.  C28   4 (0.5) 
18.   A28 13 (1.7) 66.     B3   4 (0.5) 113.  C30   7 (0.9) 
19.   A29   3 (0.4) 67.     B4   3 (0.4) 114.  C31   4 (0.5) 
20.   A31    1 (0.1) 68.     B6   3 (0.4) 115.  C32   1 (0.1) 
21.   A32   1 (0.1) 69.   B14   1 (0.1) 116.  C33   1 (0.1) 
22.   A33   1 (0.1) 70.    B27   2 (0.3) 117.  C34   2 (0.3) 
23.   A34   2 (0.3) 71.   B35   2 (0.3) 118.  C35   4 (0.5) 
24.   A36   2 (0.3) 72.   B37   1 (0.1) 119.  C36   5 (0.6) 
25.   A38   8 (1.0) 73.   B42   4 (0.5) 120.  C37   3 (0.4) 
26.   A39   7 (0.9) 74.   B48   2 (0.3) 121.  C38   1 (0.1) 
27.   A40   5 (0.6)          75.   B52/104   4 (0.5) 122.  C39   1 (0.1) 
  
Tabelle 12: Gesamtergebnis der Typisierung von Rhinoviren KW 40/2013 - KW 40/2017. Insgesamt 
konnten 136 RV-Genotypen detektiert werden.  
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RV-Genotyp n (%) RV-Genotyp n (%) RV-Genotyp n (%) 
28.   A43   5 (0.6) 76.   B69   3 (0.4) 123.  C40 10 (1.3) 
29.   A47   8 (1.0) 77.   B70   1 (0.1) 124.  C41   3 (0.4) 
30.   A49 19 (2.4) 78.   B72   1 (0.1) 125.  C42   7 (0.9) 
31.   A51 15 (1.9) 79.   B83   2 (0.3) 126.  C43 13 (1.7) 
32.   A53   8 (1.0) 80.   B84   2 (0.3) 127.  C44   3 (0.4) 
33.   A55   2 (0.3) 81.   B86   1 (0.1) 128.  C45 13 (1.7) 
34.   A56 16 (2.1) 82.   B91   2 (0.3) 129.  C46   3 (0.4) 
35.   A58   8 (1.0) 83.   B97   2 (0.3) 130.  C49   3 (0.4) 
36.   A59   9 (1.2) 84. B102   1 (0.1) 131.  C51   1 (0.1) 
37.   A60   2 (0.3) 85. B103   4 (0.5) 132.  C53   3 (0.4) 
38.   A61   2 (0.3) 86. B105   1 (0.1) 133.  C54   1 (0.1) 
39.   A63   2 (0.3) 87.     C1 18 (2.3) 134.  C55   5 (0.6) 
40.   A65   1 (0.1) 88.     C2 22 (2.8) 135.  C56   2 (0.3) 
41.   A66   5 (0.6) 89.     C3   9 (1.2) 136.  C57   2 (0.3) 
42.   A67   4 (0.5) 90.     C5 13 (1.6)   
43.   A68   7 (0.9) 91.     C6 16 (2.1)  Ko-Infektion   6 (0.8) 
44.   A71    1 (0.1) 92.     C7   4 (0.5)  Rekombinante   6 (0.6) 
45.   A73   5 (0.6) 93.     C8   6 (0.8)  Uneindeutig   2 (0.3) 
46.   A75 14 (1.8) 94.     C9   6 (0.8)   
47.   A76   1 (0.1) 95.   C10 10 (1.3)  Gesamt 777 (100.0) 
48.   A77   1 (0.1)     
 
In der Saison 2013/ 2014 wurde der Genotyp A78 am häufigsten nachgewiesen, 2014/ 
2015 war es RV-C1 (Tabelle 13). In den beiden darauffolgenden Zeiträumen 
dominierten die RV-Genotypen A51 und C5 sowie A49. 2016/ 2017 wurden in der RV-
Spezies C vier verschiedene Genotypen (RV-C6, -C16, -C43 und -C45) je siebenmal 
detektiert. In der RV-Spezies B wurde ein Genotyp pro Saison nie mehr als dreimal 











2013/ 2014 A78 (10) B103 (3) C2 (9) 
2014/ 2015 A101 (12) B3 (3) C1 (14) 
2015/ 2016 A51 (8) B4; B35; B97 (2) C5 (7) 
2016/ 2017 A49 (10) B42 (3) C6; C16; C43; C45 (7) 
 
 
Tabelle 13: Saisonal häufigste RV-Genotypen der drei RV-Spezies. Fett markiert ist der jeweils 
häufigste RV-Genotyp der entsprechenden Saison.  
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4.1.4    Phylogenetische Analyse 
4.1.4.1 Allgemeines 
In der RV-Targetregion 5´UTR-VP4-VP2 wurden insgesamt 713 von 777 Sequenzen 
der phylogenetischen Untersuchung unterzogen. In der Region VP1 waren es 738 von 
777 Sequenzen. Sequenzen, die zwar eine Genotypisierung erlaubten, aber mehrere 
Ambiguitäten aufwiesen, wurden dabei nicht mit eingeschlossen. Die Stammbäume 
sind in den Anlagen unter Punkt 8.1 einzusehen. 
4.1.4.2 RV-A78 – häufigster Genotyp 
Vom häufigsten Genotypen RV-A78 wurden 18 (5´UTR-VP4-VP2) beziehungsweise 26 
(VP1) von 27 Sequenzen in die Analyse einbezogen (Seite 87 bzw. 101, orange 
markiert). Alle Sequenzen waren sehr nah verwandt. In beiden Regionen zeigte sich 
eine Aufteilung in zwei Hauptäste. Diesen beiden wurden Proben aller Jahrgänge 
zugeordnet. Insgesamt ergaben jedoch Materialien aus 2014 und 2015 den größten 
Anteil der Sequenzen des Genotyps RV-A78. 
4.1.4.3 RV-A101 und RV-C2 
Vom Genotypen RV-A101 wurden 21 (5´UTR-VP4-VP2) beziehungsweise 22 (VP1) von 
22 Sequenzen in die Analyse einbezogen (Seite 88f. bzw. 100f., orange markiert). 
Auch hier teilten sich die Sequenzen zunächst in zwei große Hauptäste auf. Insgesamt 
stellten Materialien aus 2015 den überwiegenden Teil der Sequenzen des Genotyps 
RV-A101, es waren jedoch aus allen Jahrgängen Proben vertreten.  
Vom Genotypen RV-C2 wurden 22 (5´UTR-VP4-VP2) beziehungsweise 21 (VP1) von 
22 Sequenzen in die Analyse einbezogen (Seite 95 bzw. 117f., orange markiert). Es 
erfolgte ebenfalls eine Aufspaltung des Baums in zwei Hauptäste. In beiden Genom-
Regionen wurden diese von genau denselben Sequenzen gebildet (Beispiel oberer 
Ast: 53, 74, 90, 92, 93, 96, 106, 112). Der zweite Hauptast wurde von Proben aus 2016 
und 2017 dominiert, nur drei Materialien stammten hier aus früheren Jahren. Die 
Anordnung der Sequenzen aus 2017 erfolgte nah beieinander, ebenso jene aus 2016. 
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4.2 Klinische Angaben 
4.2.1 Allgemeine Patientendaten 
749 (96.4 %) Kinder aus dem betrachteten Patientenkreis wurden während ihrer 
Erkrankung stationär, 28 (3.6 %) ambulant behandelt.  
Von den insgesamt 777 Patienten waren 455 (58.6 %) männlich. 149 (19.2 %) der 
Kinder waren ehemalige Frühgeborene. Der überwiegende Teil der Patienten          
(550; 70.8 %) war zum Zeitpunkt der Probenentnahme zwischen 0 und 2 Jahre,        




Bezüglich des Alters ergab sich für die Patientenpopulation somit eine rechtsschiefe 
Verteilungskurve mit einem Median von einem Jahr. Der altersbezogene 
Interquartilbereich lag zwischen 0 und 3 Jahren. 749 (96.4 %) der Patienten wurden 
stationär behandelt. Der Median der Aufenthaltsdauer lag bei 5 Tagen, der Mittelwert 






































































































Abb. 15: Altersverteilung innerhalb der Patientenpopulation. Dargestellt sind jeweils 
Absolutwerte. 
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9 Tage oder kürzer in Behandlung. Der BMI von 58.7 % der Kinder lag im Bereich des 
Normalgewichtes, während insgesamt 9.1 % über- und 17.8 % von ihnen 
untergewichtig waren. Bei 14.4 % der Patienten wurde kein BMI dokumentiert. 10.2 % 
der Kinder wiesen ein diagnostiziertes Asthma bronchiale auf, 9.0 % eine gesicherte 
atemwegsassoziierte Allergie (Abb. 16). Bei 6.9 % Patienten wurden 
Strukturveränderungen der Lunge wie beispielsweise eine bronchopulmonale 
Dysplasie angegeben. Insgesamt 7.7 % der Kinder standen während des 










































































































































































Nebenerkrankungen und Risikofaktoren innerhalb der Patientenpopulation
Abb. 16: Nebenerkrankungen und Risikofaktoren der Patienten. Dargestellt sind jeweils relative 
Werte.  
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4.2.2   Klinisches Bild  
4.2.2.1 Aufnahmediagnosen und allgemeine Parameter 
Die am häufigsten zur Konsultation der Klinikambulanz und/ oder stationären 
Aufnahme führende Hauptdiagnose war die akute Bronchitis (299; 38.5 %). Darauf 
folgten die akute Pneumonie (66; 8.8 %) und die Exazerbation eines Asthma 
bronchiale (53; 6.8 %). Tabelle 14 zeigt eine detaillierte Übersicht zu den 
Aufnahmediagnosen innerhalb der Patientenpopulation. 
 
 
Aufnahmediagnose                             n (%) Aufnahmediagnose                             n (%) 
Akute Bronchitis 272 (35.0) Onkologische Erkrankung 13 (1.7) 
Akute Pneumonie 66 (8.5) Sepsis 8 (1.0) 
Exazerbation Asthma bronchiale 53 (6.8) Appendizitis/ akutes Abdomen 7 (0.9) 
Akute Infektion oberer Atemwege 43 (5.5) Infektionskrankheit 7 (0.9) 
Akute Bronchiolitis 27 (3.5) Diagnose nicht eruierbar 5 (0.6) 
Bronchitis und Pneumonie 16 (2.1) Stomatitis aphthosa 5 (0.6) 
Akute Laryngitis/-otracheitis 14 (1.8) Syndromale Erkrankung 4 (0.5) 
Respiratorische Insuffizienz 9 (1.2) Transplantationspatient 4 (0.5) 
Akute Tonsillitis 8 (1.0) Anämie jeglicher Art 3 (0.4) 
Apnoe-Phase 5 (0.6) Dehydratisierung 3 (0.4) 
Rhinopharyngitis 5 (0.6) Dermatologische Erkrankungen 3 (0.4) 
Giemen 4 (0.5) Hyperglykämie 3 (0.4) 
Atemnotsyndrom des Neugeborenen 2 (0.3) Meningitis 3 (0.4) 
Fremdkörperaspiration 2 (0.3) V. a. Kindeswohlgefährdung 3 (0.4) 
Larynxpapillomatose 2 (0.3) Anaphylaxie 2 (0.3) 
Akute Pharyngitis 1 (0.1) Fehlbildungen 2 (0.3) 
Lungenödem  1 (0.1) Postoperative Komplikationen 2 (0.3) 
Pleuraabszess 1 (0.1) Synkope 2 (0.3) 
Sinusitis 1 (0.1) Coxitis fugax 1 (0.1) 
  Hämolyse  1 (0.1) 
Geplante Aufnahme (Diagnostik) 37 (4.8) Hepatitis und Enzephalomyelitis 1 (0.1) 
Fieberkrampf 33 (4.2) Intrazerebrale Blutung 1 (0.1) 
(Gastro-)Enteritis 22 (2.8) Mastoiditis 1 (0.1) 
Neurologische Auffälligkeiten  22 (2.8) Miserere 1 (0.1) 
Fieber 17 (2.2) Orbitaphlegmone 1 (0.1) 
Frühgeborenes 13 (1.7) Rheumatologischer Formenkreis 1 (0.1) 
Harnwegsinfektion  13 (1.7) Schädel-Hirn-Trauma 1 (0.1) 
Tabelle 14: Übersicht aller Aufnahmediagnosen der Patientenpopulation. Respiratorisch bedingte 
Aufnahmediagnosen finden sich in der linken Spalte im Fettdruck.  
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4.4 % der Kinder wiesen während des Krankenhausaufenthaltes keine respiratorische 
Symptomatik auf (Abb. 17). 82.9 % der Patienten zeigten Symptome einer akuten 
Infektion der oberen Atemwege. Dabei traten bei 73.6 % eine Pharyngitis und bei    
54.2 % eine Rhinitis auf. Bei 59.2 % der Kinder wurde eine akute Infektion der unteren 
Atemwege festgestellt. Dabei wurde bei 48.5 % der insgesamt 777 Kinder eine 
Bronchitis und bei 12.7 % eine Pneumonie diagnostiziert. 58.0 % der Patienten waren 
während der RV-Infektion dyspnoeisch, 4.5 % wurden mit einem Bronchodilatator 
behandelt. Subfebrile Temperaturen (37,5 – 37,9 °C) wurden bei 11.3 % und febrile 
Temperaturen (≥ 38.0 °C) bei 40.0 % der Kinder gemessen. In 332 von 777 Fällen 
wurde die Beteiligung des Rhinovirus am Krankheitsgeschehen beziehungsweise der 













































































































































































Respiratorische Symptomatik und klinisches Bild der Patientenpopulation
Abb. 17: Klinisches Bild während des Klinikaufenthaltes. 95.1 % der Patienten wiesen eine 
respiratorische Symptomatik während der RV-Infektion auf. Dargestellt sind jeweils relative Werte. 
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4.2.2.2 Ko-Infektion der Atemwege 
Eine speziesfremde Ko-Infektion der Atemwege wurde in insgesamt 292 (37.6 %) 
Fällen festgestellt (Abb. 18). Die meisten Ko-Infektionen wurden in der Saison 2013/ 
2014 nachgewiesen (45.9 %), die wenigsten 2016/ 2017 (32.8 %). Der größte Anteil 
der Ko-Infektionen trat in Form einer rein viralen Ko-Infektion auf (vorrangig RSV, 
Adeno- oder Metapneumoviren). Rein bakterielle Ko-Infektionen entsprachen einem 
Anteil von 11.0 – 16.1 % an allen Ko-Infektionen, kombinierte Ko-Infektionen einem 





In Bezug auf bestehende speziesfremde Ko-Infektionen während der Rhinovirus-
Infektion zeigte sich ein signifikanter Zusammenhang zur Gesamt- sowie 
Intensivaufenthaltsdauer der Patienten (Tabelle 15). Für die Gesamtaufenthaltsdauer 
ergaben sich post-hoc signifikante Unterschiede in fünf gepaarten Untergruppen. Der 
stärkste Effekt zeigte sich im Vergleich zwischen den Gruppen „keine bakterielle oder 
virale Ko-Infektion“ und „rein bakterielle Ko-Infektion“ (p < 0.001; Effektstärke 0.23). Im 
Median lag die Aufenthaltsdauer bei einer rein bakteriellen Ko-Infektion bei 8 Tagen, 
bei einer rein viralen Ko-Infektion bei 5 Tagen, bei einer kombinierten Ko-Infektion bei 
Abb. 18: Atemwegs-Ko-Infektionen während des Klinikaufenthaltes bei RV-Infektion. 
Dargestellt sind relative Anteile.  
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12 Tagen und ohne bakterielle oder virale Ko-Infektion bei 4 Tagen. Die Effektstärken 
lagen insgesamt zwischen 0.11 und 0.23 und demonstrierten schwache bis 
mittelstarke Effekte. Für die Intensivaufenthaltsdauer ergaben sich post-hoc 
signifikante Unterschiede in den Gruppen “keine bakterielle oder virale Ko-Infektion” 
und “rein bakterielle Ko-Infektion” sowie “keine bakterielle oder virale Ko-Infektion” und 
“kombinierte Ko-Infektion” während einer RV-Infektion (p = 0.003 beziehungsweise 
0.024). Die mediane Intensivaufenthaltsdauer ohne respiratorische bakterielle oder 
virale Ko-Infektion bei Rhinovirus-Infektion lag bei 5 Tagen, bei rein bakterieller Ko-
Infektion bei 12 Tagen und bei einer kombinierten Ko-Infektion bei 13 Tagen. Die 




 Gruppen z p Effektstärke 
Gesamtaufenthalt in Tagen    keine bakt./vir. + virale KI 3.254 0.007 0.12 
    keine bakt./vir. + bakterielle KI 6.303 < 0.001 0.23 
    keine bakt./vir. + kombinierte KI 5.983 < 0.001 0.22 
    virale + bakterielle KI 2.987 0.017 0.11 
    virale + kombinierte KI -3.896 0.001 0.14 
Intensivaufenthalt in Tagen    keine bakt./vir. + bakterielle KI 3.505 0.003 0.27 
    keine bakt./vir. + kombinierte KI 2.880 0.024 0.22 
 
Bei 6.0 % der Patienten wurde Material aus dem unteren Respirationstrakt entnommen 
(Trachealsekret, (broncho-) alveoläre Lavage). In diesen Untersuchungsmaterialien 
wurden zu insgesamt 57.4 % bakterielle, virale oder kombinierte Ko-Infektionen 
nachgewiesen, während es bei den Materialien aus dem oberen Respirationstrakt  
36.2 % waren (p < 0.001). Die Differenzierung der Ko-Infektionen des Materials der 
unteren Atemwege ergab zu 42.6 % rein bakterielle, zu 6.4 % rein virale und zu 8.5 % 
kombinierte Ko-Infektionen. Im Material der oberen Atemwege ergaben diese 
Kategorien anteilig 11.3 % (rein bakteriell), 20.3 % (rein viral) sowie 4.6 % (kombiniert); 
(p < 0.001).  
Innerhalb der Patientengruppe mit Materialentnahme aus dem unteren 
Respirationstrakt wiesen 61.7 % der Patienten eine symptomatische Infektion der 
oberen und 66.0 % eine symptomatische Infektion der unteren Atemwege auf 
Tabelle 15: Statistische Abhängigkeiten speziesfremder Ko-Infektionen während der RV-Infektion                                                                                                                                     
p-Wert und Effektstärke sind auf die beiden jeweiligen Gruppen bezogen. KI = Ko-Infektion. bakt. = bakte-
riell, vir. = viral 
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(Patientengruppe mit Material aus dem oberen Respirationstrakt: 85.1 % [p < 0.001] 
bzw. 59.3 %). Die mediane Patientenverweildauer im Krankenhaus lag bei 9 Tagen 
(Patientengruppe mit Material aus dem oberen Respirationstrakt: 5 Tage; p < 0.001). 
Die Effektstärke lag bei 0.14 und entsprach einem schwachen Effekt. 76.6 % der 
Patienten wurden zeitweilig auf der Intensivstation mit einer dortigen medianen 
Aufenthaltsdauer von 12.5 Tagen behandelt (Patientengruppe mit Material aus dem 
oberen Respirationstrakt: 19.0 % mit Intensivaufenthalt [p < 0.001], mediane 
Aufenthaltsdauer: 7.5 Tage). Dabei erhielten 72.3 % der 47 Patienten eine invasive 
Beatmung (Patientengruppe mit Material aus dem oberen Respirationstrakt: 3.1 %;      
p < 0.001). 
4.2.2.3 Intensivtherapie und Laborparameter 
Von den insgesamt 777 Patienten wurden 174 (22.4 %) intensivmedizinisch behandelt. 
Im Median lag deren Aufenthaltsdauer auf der Intensivstation bei 8 Tagen, der 
entsprechende Mittelwert bei 29.16 Tagen [IQR: 17-3].  
Die periphere Sauerstoffsättigung wurde bei 60.9 % Patienten dokumentiert. 58.8 % 
von diesen wiesen dabei einen reduzierten Wert von <95.0 % auf. Die Atmung von 
insgesamt 14.8 % der Kinder wurde maschinell unterstützt. Eine erhöhte 
inspiratorische Sauerstofffraktion wurde bei 7.3 % der Patienten dokumentiert. Der 
Wert des C-reaktiven Proteins der Patientenpopulation lag im Median bei 9.07 mg/ l 
(Tabelle 16) und somit im erhöhten Bereich (Grenzwert: 5 mg/ l). 75.0 % aller Werte 
lagen bei 27.4 mg/ l oder niedriger. Der pH-Wert befand sich im Median bei 7.377. Die 
altersentsprechenden Leukozytenwerte waren bei 24.3 % der Kinder erhöht. Der 
Hämatokrit lag bei 27.7 % der Patienten im erniedrigten Bereich. 
 
 
Laborparameter     
 Median [IQR] 
   CRP in mg/l  9.07 [27.4-3] 
   pH-Wert              7.377 [7.399-7.344] 
   pCO2 in mmHg    40 [45.2-36.325] 
 erniedrigt n (%) erhöht n (%) 
   Hämatokrit           215 (27.7) 48 (6.2) 
   Leukozyten        36 (4.6) 189 (24.3) 
Tabelle 16: Laborparameter während des Klinikaufenthaltes                                                              
Es erfolgte eine altersentsprechende Betrachtung der Hämatokrit- und Leukozytenwerte. Für 17.1 % der 
Patienten konnte keine Blutgasanalyse ermittelt werden.                                                                                                            
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4.2.2.4 Nosokomiale Infektionen 
Insgesamt konnten 44 (5.7 %) potenziell nosokomiale RV-Infektionen innerhalb der 
Patientenpopulation festgestellt werden (Tabelle 17). Der Anteil männlicher Patienten 
lag in dieser Gruppe bei 52.3 %. 40.9 % der nosokomialen RV-Infektionen betrafen 
Frühgeborene. Insgesamt waren Patienten mit einer nosokomial erworbenen RV-
Infektion jünger als Patienten mit einer ambulant erworbenen RV-Infektion  (p < 0.001). 
Der Altersmedian ambulant erworbener RV-Infektionen lag bei einem Jahr, der 
nosokomial erworbener Infektionen bei null Jahren. Die Effektstärke betrug 0.15 und 
entsprach einem schwachen Effekt. Der Infektionsweg mit dem Rhinovirus war 
außerdem signifikant mit der nachgewiesenen RV-Spezies assoziiert (p = 0.028). Es 
zeigten sich bei nosokomial erworbenen RV-Infektionen ein um etwa 20.0 % 
niedrigerer Anteil an RV-C im Vergleich zu den ambulant erworbenen Infektionen.  
Zwischen Patienten mit nosokomial beziehungsweise ambulant erworbener 
Rhinovirus-Infektion unterschieden sich außerdem die Aufenthaltsdauer in Tagen        
(p < 0.001) sowie der perzentilenbezogene BMI (p = 0.009) signifikant. Der Median der 
Aufenthaltsdauer befand sich bei nosokomial erworbenen RV-Infektionen 62.5 Tage 
über dem der ambulant erworbenen Infektionen. Im Median lag der 
perzentilenbezogene BMI in der Gruppe der nosokomial erworbenen RV-Infektionen 
unter dem der Vergleichsgruppe (13.5. Perzentile beziehungsweise 45. Perzentile). 
Die Effektstärken lagen für die Gesamtaufenthaltsdauer bei 0.335 (mittlerer Effekt) und 





(n = 44) 
Ambulant erworben 
(n = 729) 
 n (%) n (%) 
Geschlecht männlich 23 (52.3) 431 (59.1) 
Frühgeburt 18 (40.9) 130 (17.8) 
Respiratorische Symptomatik 44 (100.0) 695 (95.3) 
Intensivaufenthalt 32 (72.7) 142 (19.5) 
RV-A 28 (63.6) 351 (58.1) 
RV-B 5 (11.4) 41 (5.6) 
RV-C 11 (25.0) 331 (45.4) 
  
Tabelle 17: Gegenüberstellung nosokomial und ambulant erworbener RV-Nachweise. Für 7 
Patienten konnte keine Information bezüglich des Infektionsweges gefunden werden.  
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(n = 44) 
Ambulant erworben 
(n = 729) 
 Median [IQR] Median [IQR] 
Alter in Jahren 0 [1.0-0.0] 1 [3.0-0.0] 
Aufenthalt in Tagen 67.50 [161.75-18.0] 5 [8.0-3.0] 
Intensivaufenthalt in Tagen 24 [178.75-7.0] 7 [14.25-3.0] 
BMI nach Perzentilen 13.50 [56.75-4.25] 45 [72-14] 
 
72.7 % der Patienten mit im Krankenhaus erworbenem Rhinovirus-Nachweis wurden 
intensivmedizinisch behandelt, wobei deren Aufenthalt auf der Intensivstation im 
Median bei 24 Tagen lag. Die mediane Intensivaufenthaltsdauer von Patienten mit 
ambulant erworbenem Rhinovirus-Nachweis lag bei 7 Tagen. Es konnte dabei eine 
statistisch signifikante Abhängigkeit zwischen der Intensivaufenthaltsdauer beider 
Gruppen festgestellt werden (p < 0.001). Die Effektstärke lag für die 
Intensivaufenthaltsdauer in Tagen bei 0.325 und entsprach damit einem mittleren 
Effekt. Es ergaben sich außerdem bezüglich des Kohlenstoffdioxid-Partialdrucks 
während der RV-Infektion bei der Betrachtung des Infektionsweges signifikante 
Unterschiede (p = 0.001). Dieser unterschied sich im Mittel in beiden Gruppen um etwa 
5 mmHg. Es zeigte sich außerdem ein statistisch signifikanter Unterschied bezüglich 
der nachgewiesenen RV-Spezies zwischen den beiden Gruppen (p = 0.033). In der 
Gruppe der nosokomial erworbenen RV-Nachweise wurde RV-C zu über 20.0 % 
weniger nachgewiesen als in der Vergleichsgruppe. RV-A und -B wurden in höherem 
Maße detektiert, wobei -B mehr als doppelt so oft wie bei den ambulant erworbenen 
Infektionen vorkam.  
4.2.2.5 Immunsupprimierte Patienten 
7.7 % der Patienten waren während ihres Klinikaufenthaltes immunsupprimiert 
(Tabelle 18). Zwei Drittel der Immunsupprimierten waren männlichen Geschlechts. 
Insgesamt waren die immunsupprimierten Patienten mit 2.5 Jahren im Median älter 
als die Vergleichsgruppe (1 Jahr). Außerdem blieben sie während des 
Krankenhausaufenthalts im Median länger in stationärer Behandlung (10.5 Tage 
versus 5 Tage bei Nicht-Immunsupprimierten). Während des Aufenthalts wurden etwa 
10.0 % mehr immunsupprimierte Patienten als Nicht-Immunsupprimierte auf der 
Intensivstation behandelt. Im Median blieben sie dort 8 Tage länger als Patienten ohne 
Defizite des Immunsystems.   
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(n = 60) 
Keine Immunsuppression  
(n = 706) 
 n (%) n (%) 
Geschlecht männlich 40 (66.7) 410 (58.1) 
Frühgeburt 12 (20.0) 134 (19.0) 
Respiratorische Symptomatik 49 (81.7) 683 (96.7) 
Intensivaufenthalt 19 (31.7) 154 (21.8) 
RV-A 32 (53.3) 343 (48.6) 
RV-B 5 (8.3) 39 (5.5) 
RV-C 23 (38.3) 318 (45.0) 
 Median [IQR] Median [IQR] 
Alter in Jahren 2.5 [5.0-1.0] 1 [3.0-0.0] 
Aufenthalt in Tagen 10.5 [34.75-6.0] 5 [8.0-3.0] 
Intensivaufenthalt in Tagen 15 [33.0-10.0] 7 [17.0-3.0] 
BMI nach Perzentilen 33 [80.0-8.0] 44 [71.75-14.0] 
 
18.3 % der Patienten aus der Gruppe der Immunsupprimierten zeigten trotz eines 
molekularbiologischen RV-Nachweises keine respiratorische Symptomatik, während 
es in der Gruppe der Patienten ohne Immunsuppression 3.3 % waren (p < 0.001).  
Zwischen dem Bestehen der Immunsuppression und der nachgewiesenen RV-
Spezies konnte kein statistisch signifikanter Zusammenhang gefunden werden              
(p = 0.452). Es wurde in  beiden Gruppen vorwiegend RV-A nachgewiesen. Der Anteil 
an RV-C war unter den Immunsupprimierten im Vergleich zu den Nicht-Immun-
supprimierten um etwa 7.0 % erniedrigt. 
4.2.3 Zusammenhänge zur molekularen Epidemiologie  
Das Vorhandensein eines Asthma bronchiale und die nachgewiesene RV-Spezies 
waren statistisch signifikant miteinander assoziiert (p = 0.009; Tabelle 19). Dabei 
wiesen 62.0 % der 79 Asthmatiker eine Infektion mit RV-C auf (Tabelle 20). Der Anteil 
der RV-B-Infektionen war in der Gruppe der Nicht-Asthmatiker um etwa 4.0 % geringer 
als in der Gruppe der Asthmatiker. Es waren außerdem die RV-bedingte Dyspnoe        
(p = 0.002) sowie die Anwendung eines Bronchodilatators während der RV-Infektion 
(p < 0.001) signifikant mit der zugeordneten RV-Spezies korreliert. Es dominierten bei 
Patienten ohne RV-bedingte Dyspnoe Infektionen mit RV-A (54.1 %). Bezüglich des 
Tabelle 18: Gegenüberstellung immunsupprimierter und nicht-immunsupprimierter Patienten. 
Für 17 Patienten konnte keine Information bezüglich der Immunsuppression gefunden werden. 
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Bronchodilatators zeigte sich in der Gruppe der Anwender ein um 16.1 % höherer 




Patientenspezifische Faktoren p 
  Alter 0.575 
  Anämie  0.066 
  Atemwegsassoziierte Allergie  0.331 
  BMI nach Perzentilen 0.667 
  Frühgeburt  0.585 
  Geschlecht  0.189 
  Stoffwechselerkrankung  0.315 
  Asthma bronchiale  0.009 
  Genetisch bedingte Erkrankungen  <0.001 
  Kardiovaskuläre Erkrankungen  0.003 
  Malignom oder benigne Neubildung  0.031 
  Strukturveränderungen der Lunge  0.045 
Klinisches Akutbild p 
  Respiratorische Symptomatik vorhanden  0.159 
  Akute Infektion der oberen Atemwege  0.507 
  Beatmung 0.174 
  Ort der Behandlung 0.142 
  ITS-Aufenthalt  0.363 
  Akute Infektion der unteren Atemwege  0.018 
  Anwendung eines Bronchodilatators  <0.001 
  Aufenthaltsdauer 0.003 
  Bronchitis  <0.001 
  RV-bedingte Dyspnoe 0.002 
  Körpertemperatur 0.003 
  Pneumonie 0.003 
 
Auch das Auftreten einer Bronchitis (p < 0.001) sowie von Fieber ≥ 38.0 °C                       
(p = 0.003) während einer Infektion mit Rhinoviren ergab eine signifikante Assoziation 
bezüglich der Infektion mit bestimmten RV-Spezies. Bei 52.0 % der Patienten mit einer 
Bronchitis konnte RV-C nachgewiesen werden, bei jenen ohne Bronchitis waren es 
37.1 %. Bei einer Temperaturerhöhung auf ≥ 38.0 °C wiesen 56.6 % der Patienten 
Infektionen durch RV-A und 35.4 % Infektionen durch RV-C auf, in der 
Patientengruppe ohne Fieber waren es für RV-C 51.0 %. Eine signifikante 
Tabelle 19: Statistische Zusammenhänge zwischen nachgewiesener RV-Spezies und klinischen 
Variablen. Es wurde betrachtet, ob eine statistisch signifikante Abhängigkeit zwischen der jeweils 
nachgewiesenen RV-Spezies und dem Vorhandensein von klinischen sowie Patientenmerkmalen zu 
detektieren war. 95.0 %-Signifikanzniveau; p < 0.05 
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Abhängigkeit von der RV-Spezies war ebenfalls beim Vorhandensein einer genetisch 
bedingten Krankheit (p < 0.001) beziehungsweise einer kardiovaskulären Erkrankung 
(p = 0.003) zu erkennen. Es dominierten hier Infektionen durch RV-A mit 62.8 % 
beziehungsweise 68.1 %. Selbiges gilt für das Vorhandensein einer Neubildung            
(p = 0.031) sowie von Strukturveränderungen der Lunge (p = 0.045). In beiden 
Gruppen verursachte RV-A über die Hälfte der nachgewiesenen Rhinovirus-
Infektionen. Es zeigte sich in der Patientengruppe mit Strukturveränderungen der 
Lunge außerdem ein hoher Anteil an RV-B im Vergleich zur Gruppe ohne dieses 
Merkmal (13.0 % versus 5.4 %).  
Ein statistisch signifikanter Zusammenhang ergab sich ebenfalls zwischen der 
Gesamtaufenthaltsdauer im Krankenhaus und der nachgewiesenen RV-Spezies   
(Tabelle 19; p = 0.003). Es offenbarte sich hierbei post-hoc ein signifikanter 
Unterschied zwischen den RV-Spezies A und C (p = 0.008). Der Median der 
Aufenthaltsdauer lag für beide Spezies bei 5 Tagen, die Spannweiten unterschieden 
sich um 133 Tage. Die Effektstärke lag in diesem Fall bei 0.12 und entsprach einem 
schwachen Effekt. Auch der CRP-Wert während der RV-Infektion unterschied sich 
signifikant zwischen den Rhinovirus-Spezies A und C sowie zwischen den Spezies B 
und C (p < 0.001 und p = 0.016). Dabei lag der CRP-Mittelwert in der Spezies A bei     










1. Asthma bronchiale [n = 79]    28 (35.4)    2   (2.5)    49 (62.0)  
2. Genetisch bedingte Erkrankung [n = 129]   81 (62.8) 10   (7.8)   36 (27.9) 
3. Kardiovaskuläre Erkrankung [n = 72]   49 (68.1)   1   (1.4)   21 (29.2) 
4. Neubildung [n = 47]   30 (63.8)   5 (10.6)   12 (25.5) 
5. Strukturveränderungen der Lunge [n = 54]   28 (51.9)   7 (13.0)   18 (33.3) 
6. Akute Infektion der unteren AW [n = 460] 218 (47.4) 20   (4.3) 220 (47.8) 
7. Bronchitis [n = 377] 163 (43.2) 16   (4.2) 196 (52.0) 
8. Bronchodilatator [n = 501] 231 (46.1) 16   (3.2) 251 (50.1) 
9. Fieber ≥ 38.0 °C [n = 311] 176 (56.6) 22   (7.1) 110 (35.4) 
10. RV-bedingte Dyspnoe [n = 451] 204 (45.2) 19   (4.2) 225 (49.9) 
11. Pneumonie [n = 99]   65 (65.7)   6   (6.1)   28 (28.3) 
12. Nosokomialer RV-Nachweis [n = 44]   28 (63.6)   5 (11.4)   11 (25.0) 
13. Aufenthaltsdauer in Tagen (Median/ Spannweite)   5 / 320 6 / 320   5 / 453 
14. CRP in mg/ l (Mittelwert/ Median) 29.11 / 10.8 43.55 / 14.69 16.7 / 7.35 
Tabelle 20: Verteilung der RV-Spezies zwischen den betrachteten klinischen Variablen. 
Aufgeschlüsselt wurden Merkmale, die in der statistischen Testung signifikante Werte ergaben (Vgl. 
Tab. 19).  
Ergebnisse 
   
59 
 
Außerdem konnte ein statistisch signifikanter Zusammenhang zwischen der 
Gesamtaufenthaltsdauer der Patienten und dem Vorhandensein einer respiratorischen 
Symptomatik während der Rhinovirus-Infektion festgestellt werden (p < 0.001). 
Patienten mit einer symptomatischen RV-Infektion blieben im Median 5 Tage, jene mit 
einer asymptomatischen 11.5 Tage in ärztlicher Behandlung. Die Effektstärke lag hier 
bei 0.19 und entsprach einem schwachen Effekt. Zwischen allen anderen betrachteten 
Variablen zeigten sich keine statistisch signifikanten Zusammenhänge (p > 0.05)
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5. Diskussion  
Das Rhinovirus verursacht über die Hälfte aller akuten Infektionen der oberen 
Atemwege (Mäkela et al. 1998; Arruda et al. 1997). Es ist ferner sehr häufig für das 
Auftreten von Bronchitiden (Mansbach et al. 2012) sowie Exazerbationen eines 
Asthma bronchiale (Gern 2010; Corne et al. 2002) oder einer chronisch obstruktiven 
Lungenerkrankung verantwortlich (McManus et al. 2008; Greenberg et al. 2000). Dies 
führt zu großen Belastungen für die nationalen Gesundheitssysteme, was sich durch 
eine Vielzahl von RV-bedingten Krankheitstagen äußert (Nichol et al. 2005; Fendrick 
et al. 2003; Bertino 2002). 
Das Ziel dieser Arbeit waren die Darstellung und Analyse der molekularen 
Epidemiologie des Rhinovirus bei pädiatrischen Patienten des Universitätsklinikums 
Leipzig. Die international häufigsten Genotypen konnten dabei in hohem Maße 
nachgewiesen werden, am häufigsten war auch hier RV-A78. Auch die bekannten 
prozentualen Anteile der RV-Spezies konnten verifiziert werden. Es sollten außerdem 
Zusammenhänge mit der klinischen Präsentation der Patienten eruiert werden. Dabei 
zeigte sich vorrangig ein hoher Anteil an Kleinkindern unter den Infizierten, männliche 
Patienten waren öfter betroffen. Neu war der Nachweis der Korrelation zwischen RV-
C und dem Auftreten einer Bronchitis. Ebenso zeigte sich ein signifikanter 
Zusammenhang zwischen RV-A und dem Vorhandensein von bestimmten 
Vorerkrankungen der Patienten sowie von Fieber. Es konnte zudem ein starker 
Einfluss von bakteriellen bzw. kombinierten Ko-Infektionen bei RV-Nachweis auf den 
Schweregrad der pulmonalen Symptomatik (Gesamtaufenthaltsdauer, 
Intensivaufenthalt) nachgewiesen werden. 
Aktuell sind 169 nachgewiesene Genotypen bekannt (Palmenberg u. Gern 2015; 
McIntyre et al. 2013). Diese werden in drei RV-Spezies A, B und C (Hung et al. 2018; 
Palmenberg u. Gern 2015; Lamson 2006; Dominguez et al. 2008) eingeteilt, was eine 
außerordentliche Diversität dieses Virustyps demonstriert. In den bisher 
durchgeführten molekularbiologischen Untersuchungen konnten kontinent-
übergreifend speziesspezifisch bestimmte Genotypen wie A78, B70 oder C2 am 
häufigsten nachgewiesen werden (Zhao et al. 2018). Die Verwendung der Genom-
Regionen VP1 sowie 5‘UTR-VP4-VP2 wurde für die Typisierung von Rhinoviren 
etabliert (Stobart et al. 2017; Palmenberg u. Gern 2015; McIntyre et al. 2013). Eine 
Betrachtung von Auftretensfrequenzen der RV-Genotypen war somit für 
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Mitteldeutschland im Rahmen eines Vergleichs mit den international am häufigsten 
zirkulierenden Rhinovirus-Typen sinnvoll. Interessant war hierbei, dass sieben 
Materialien in VP1 eindeutig zu Genotypen gruppiert wurden, von welchen jeweils nur 
die VP1-Referenzsequenz existiert (A107, A108, A109, B105; 
www.picornaviridae.com). Diese wurden als ausschlaggebend für die Typisierung 
eingeschätzt, da die Target-Region VP1 für die spezifische Genotypenzuordnung als 
qualitativ höherwertig angesehen wird. Es wurden sechs Materialien typisiert, deren 
Genom möglicherweise rekombinant war. Bei diesen wurde auch nach wiederholter 
Testung in beiden Target-Regionen verschiedene Genotypen nachgewiesen. Sechs 
Untersuchungsmaterialien wiesen Ko-Infektionen auf. Diese zeigten in beiden Target-
Regionen jeweils eindeutige Doppelpeaks, die den entsprechenden Genotypen 
zugeordnet werden konnten. 
Die allgemeine Häufigkeitsverteilung des Virus im Jahresverlauf deckte sich zum Teil 
mit den bereits in der Literatur beschriebenen RV-Nachweisspitzen (Zhao et al. 2018; 
Leotte et al. 2017; Cuevas et al. 2013). In der vorliegenden Analyse war im Unterschied 
zu den drei genannten eine zweite Häufigkeitsspitze im mitteleuropäischen Herbst zu 
verzeichnen. Der Grund dafür könnten die in diesen Monaten jeweils vorherrschenden 
Witterungsbedingungen der Studienorte Shanghai und Brasilien sein. Es sind Orte mit 
zu jenem Zeitpunkt im Vergleich zu Mitteleuropa milderen Klima. Lee et al. 
beobachteten unterdessen 2012 in Wisconsin, USA, in der Frequenz von RV 
Höhepunkte im Frühling und Herbst, ebenso wie die vorliegende Studie in Leipzig. 
Dies unterstützt die Theorie der Klimaabhängigkeit der Infektionshäufigkeit mit 
Rhinoviren. Als Grundlage dafür steht die Vitamin-D-Abhängigkeit der RV-Infektion 
ebenso wie die vermehrte Interaktion mit anderen respiratorischen Pathogenen zu 
dieser Jahreszeit zur Debatte (Lee et al. 2012; Beard et al. 2011). Der genaue 
Mechanismus des protektiven Effekts von Vitamin D ist dabei noch nicht verstanden. 
Es wird angenommen, dass seine immunmodulatorische Wirkung durch die Fähigkeit, 
die antimikrobiellen Peptide LL-37 und Humanes Beta-Defensin 2 heraufzuregulieren, 
vermittelt wird. Beschrieben wird außerdem eine gleichmäßige Verteilung von 
Genotypen der RV-Spezies B über das Jahr hinweg (Zhao et al. 2018; Leotte et al. 
2017; Cuevas et al. 2013), wohingegen in Leipzig eine Konzentration von RV-B auf die 
Monate September bis Oktober zu verzeichnen war. Insgesamt betrachtet ähnelt die 
Häufigkeitsverteilung der RV-Spezies derer anderer Untersuchungen (Hung et al. 
2018; Zhao et al. 2018). Beschrieben ist dort RV-A als ursächlich für etwa die Hälfte 
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aller Infektionen, RV-C für etwa ein Drittel und RV-B für circa 10.0 % der Infektionen. 
Am Universitätsklinikum Leipzig wurde zu 49.3 % RV-A, zu 44.0 % RV-C und zu         
5.9 % RV-B nachgewiesen. Die Frequenz von RV-A deckt sich dementsprechend mit 
den Ergebnissen früherer Untersuchungen. RV-C hingegen war hier in höherem und 
RV-B in geringfügig niedrigerem Maße nachzuweisen. Dies war über alle vier Saisons 
hinweg gleichmäßig zu beobachten.  
Bezüglich der am häufigsten vorkommenden, spezifischen Genotypen zeigten sich im 
Vergleich zu den bereits vorhandenen Beobachtungen (Zhao et al. 2018) zum Teil 
bestehende Abweichungen. Die Verteilung der RV-Genotypen war somit 
geographisch unterschiedlich. RV-A78 (n = 27) war auch in Leipzig insgesamt und 
innerhalb der RV-Spezies A der häufigste Genotyp. RV-C2 (n = 22) zählte zu den 
häufigsten Genotypen der Spezies C. Auch die in den RV-Spezies A und C zentralen 
Genotypen RV-A12, -C6 und -C24, waren in vergleichsweise hoher Anzahl vertreten 
(A12: n = 13; C6: n = 16; C24: n = 6). Andere RV-Genotypen wurden in der hiesigen 
Untersuchung jedoch häufiger detektiert. Zu diesen zählten die RV-Genotypen A101 
(n = 22), A49 (n = 19), C11 (n = 20) sowie C1 (n = 18). Die von Zhao et al. für die 
Spezies B angeführten häufigsten RV-Genotypen B70, B86 und B97 spielten in der 
untersuchten Patientenpopulation nur eine untergeordnete Rolle. Sie traten nur ein- 
bis zweimal während des gesamten Zeitraumes auf. Am meisten waren in der Spezies 
B indessen die Genotypen RV-B3, -B42, -B103 sowie -B52/104 (je n = 4) zu 
detektieren.  
In der phylogenetischen Analyse der drei häufigsten Genotypen zeigten sich 
überwiegend Übereinstimmungen im Vergleich beider RV-Genom-Regionen. Fast alle 
Sequenzen wurden in 5´UTR-VP4-VP2 sowie VP1 innerhalb des Stammbaums gleich 
geclustert. Es wurden zumeist Proben desselben Jahres zusammen gruppiert, was für 
eine Verbreitung eines bestimmten Virus in diesem Zeitraum und gegenseitige 
Ansteckungen spricht. Insgesamt gesehen waren die Unterschiede zwischen den 
Genotypen in den verschiedenen Jahren gering. Es war jedoch eine leichte 
Verschiebung von Saison zu Saison zu beobachten, die sich auch bei den drei 
häufigsten Genotypen A78, A101 und C2 darstellte. Eine Abweichung in der 
Nukleotidsequenz von 13.0 % in der Genom-Region VP1 definiert für die RV-Spezies 
A und C die Zuordnung zu einem abweichenden Rhinovirus-Typen. Der Grenzwert von 
12.0 % Basenabweichung gilt für RV-B. In der Targetregion 5´UTR-VP4-VP2 gelten 
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Grenzwerte von 10.5 bzw. 9.5 % (McIntyre et al. 2013). Somit kann durch einen auch 
hier beschriebenen, langfristigen Nukleotiddrift die Entstehung neuer RV-Genotypen 
erklärt werden.  
Die saisonale Betrachtung der am häufigsten auftretenden RV-Genotypen 
demonstrierte eine starke Varianz. Während zum Beispiel in der Saison 2013/ 2014 
der Genotyp A78 am häufigsten detektiert wurden, wurden andere Genotypen der RV-
Spezies A in den folgenden Saisons häufiger nachgewiesen. Dies spricht für eine 
starke Zirkulation der Rhinoviren innerhalb der Gesellschaft. Möglich wäre es 
außerdem, dass die in der Vorjahressaison entwickelte Immunität gegenüber 
spezifischen Genotypen zu deren geringerer Frequenz in der Folgesaison führte.  
Die Betrachtung statistischer Zusammenhänge zwischen einzelnen RV-Genotypen 
und klinischen Variablen war aufgrund der großen Anzahl von 136 hier 
nachgewiesenen Rhinovirus-Genotypen nicht sinnvoll. Der häufigste Genotyp RV-A78 
machte nur 3.5 % der Gesamtzahl der Typisierungen aus, alle weiteren Genotypen 
einen entsprechend geringeren Anteil. Somit wurden die klinischen Parameter 
ausschließlich mit den RV-Spezies korreliert.   
 
Das Verhältnis zwischen männlichen und weiblichen Patienten lag bei 455:322 
(1.42:1) und demonstrierte den in früheren Untersuchungen beschriebenen, höheren 
Anteil des männlichen Geschlechts an allen RV-infizierten Patienten (Choi et al. 2018; 
Zhao et al. 2018). Der Median des Patientenalters innerhalb der Population lag bei 
einem Jahr. Diese Beobachtung bekräftigt die bereits beschriebene, sehr hohe 
Prävalenz von Infektionen durch das Rhinovirus bei Kleinkindern (García-García et al. 
2012). Im Median lag die Aufenthaltsdauer der Patienten, wie bereits zuvor 
beschrieben, bei 5 Tagen (Choi et al. 2018; Leotte et al. 2017). Der statistisch 
signifikante Zusammenhang zwischen der Gesamtaufenthaltsdauer im Krankenhaus 
und der nachgewiesenen RV-Spezies könnte jedoch auf Ausreißer zurückzuführen 
sein. In beiden Spezies A und C lag der Median der Aufenthaltsdauer bei jeweils fünf 
Tagen, die Spannweite unterschied sich jedoch um 133 Tage (RV-A: 320 Tage,        
RV-C: 453 Tage). 
In Übereinstimmung mit Teeratakulpisarn et al. 2014 wiesen in der vorliegenden 
Untersuchung insgesamt 9.0 % der Patienten eine atemwegsassoziierte Allergie auf. 
58.7 % der Patienten lagen bezüglich ihres Body Mass Indexes zwischen der 10. und 
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90. Perzentile und somit im Bereich des Normalgewichtes. Es zeigte sich dabei ein 
statistisch signifikanter Zusammenhang zwischen Infektionsweg und 
perzentilenbezogenem BMI. Der perzentilenbezogene BMI bei nosokomialen RV-
Nachweisen ergab im Vergleich zur ambulanten Rhinovirus-Infektion einen 
niedrigeren Median. Dies könnte durch die im Rahmen eines nosokomialen RV-
Nachweises bestehenden Neben- bzw. Vorerkrankungen der Patienten zu erklären 
sein, wegen derer sie sich in stationärer Behandlung befanden. Ein Nachweis von RV 
bei einer akuten Infektion der oberen Atemwege wurde in 82.9 % der Fälle 
beschrieben. Dies bekräftigt die Beobachtung des sehr hohen Anteils von Rhinoviren 
als Pathogen solcher Erkrankungen (Mäkela et al. 1998; Arruda et al. 1997). Die akute 
Bronchitis wurde bei 48.5 % der RV-Nachweise dokumentiert und stellt somit die 
häufigste Manifestation von RV an den unteren Atemwegen dar. Dabei konnte hier im 
Gegensatz zu Zhao et al. eine statistisch signifikante Abhängigkeit des Auftretens 
einer Bronchitis von der nachgewiesenen RV-Spezies nachgewiesen werden. Dabei 
war die RV-Spezies C anteilig hoch vertreten. Ebenso konnte die Speziesabhängigkeit 
des RV-Nachweises bei Asthmatikern statistisch signifikant belegt und bestätigt 
werden (Mak et al. 2011). Die RV-Spezies C wurde in dieser Patientengruppe am 
häufigsten nachgewiesen, was höchstwahrscheinlich auf die auf ihrer Oberfläche 
vorhandenen CDHR3-Rezeptoren (Bochkov et al. 2015) zurückzuführen ist. Sie 
prädestinieren offensichtlich zur Infektion des unteren Respirationstraktes.  
 
Eine Pneumonie bei RV-Nachweis wurde in 12.7 % der Fälle beschrieben. Dieser 
Prozentsatz liegt niedriger als anderweitig beschrieben (Jain et al. 2015b). Das 
Vorhandensein von Ko-Infektionen mit bakteriellen Erregern könnte dabei die 
zweifelsfreie Unterscheidung zwischen bakterieller Pneumonie und viraler Bronchitis 
erschwert haben. Diese hatten bei den in dieser Arbeit untersuchten Materialien aus 
den unteren Atemwegen einen hohen Anteil. Außerdem war ein signifikant höherer 
Anteil von Patienten mit Intensivaufenthalt und unter invasiver Beatmung in dieser 
Gruppe zu verzeichnen. Es wurde gezeigt, dass die Art der Ko-Infektion einen 
bedeutenden Einfluss auf die Gesamt- und Intensivaufenhaltsdauer der Patienten 
hatte. Dabei ergab sich eine hochsignifikante Korrelation zwischen „keiner Ko-
Infektion“ und „bakteriellen Ko-Infektionen“ bzw. „kombinierten Ko-Infektionen“              
(p = 0.003 bzw. 0.024), vor allem bei der Intensivaufenthaltsdauer. Es liegt somit nahe, 
dass primär die bakteriellen Erreger für die Ausprägung einer schwersten pulmonalen 
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Symptomatik verantwortlich waren und der Virusnachweis nur einen verstärkenden 
Effekt hatte.  
Bezüglich bestehender Vorerkrankungen zeigten sich ebenfalls statistisch signifikante 
Zusammenhänge hinsichtlich der nachgewiesenen RV-Spezies. Zu erkennen war eine 
bemerkenswerte Quote von Rhinoviren der Spezies A bei Patienten mit genetisch 
bedingten Erkrankungen, ebenso wie bei jenen mit Erkrankungen des Herzens oder 
Herz-Kreislauf-Systems sowie Patienten mit nachgewiesenen Neubildungen. 
Rhinoviren der Spezies C waren nur in geringem Maße für Infektionen dieser 
Patientengruppen verantwortlich. Eine denkbare Erklärung dieses Phänomens wäre 
der insgesamt höchste Anteil von Infektionen mit RV-A an allen betrachteten 
Infektionen, dessen Verteilung sich in diesen Patientengruppen fortsetzt. 
Möglicherweise gibt es außerdem differente Expressionsprofile der 
Oberflächenrezeptoren LDL und CDHR3, die eine erhöhte Empfänglichkeit der 
Patienten gegenüber RV-A zur Folge haben. Auch hinsichtlich der nachgewiesenen 
Erhöhung der Körpertemperatur auf über 38.0 °C zeigte sich eine signifikante 
Abhängigkeit von der Rhinovirus-Spezies. Die sich dabei ergebende, starke Präsenz 
von RV-A unterschied sich von Ergebnissen einer publizierten Untersuchung an 
chinesischen pädiatrischen Patienten (Zhao et al. 2018). Diese fand diesbezüglich 
keine signifikanten Unterschiede zwischen den RV-Spezies. Der bereits beschriebene 
Zusammenhang zwischen Vorerkrankungen der Patienten und RV-A bietet eine 
Erklärung für den Nachweis dieser Korrelation.  
In der hier vorgelegten Arbeit präsentierten 58.0 % der Patienten während der RV-
Infektion eine dokumentierte Dyspnoe, die statistisch signifikant von der 
nachgewiesenen RV-Spezies abhängig war. 64.5 % der Kinder wurden mit einem 
Bronchodilatator behandelt. Dabei ließ sich ebenfalls ein signifikanter Zusammenhang 
zur RV-Spezies zeigen. Da in beiden Fällen jeweils vorwiegend Viren der RV-Spezies 
C nachgewiesen werden konnten, könnte dies auf die bereits oben beschriebene 
Präferenz von Rhinoviren der Spezies C für Infektionen des unteren 
Respirationstraktes zurückzuführen sein. Aufgrund ihrer schlechten respiratorischen 
Situation wurde für 174 (22.4 %) der Patienten während ihres stationären Aufenthalts 
eine Verlegung auf die Intensivstation notwendig. Andere Studien dokumentierten 
während einer Rhinovirus-Infektion für 30.0 % der Patienten einen Aufenthalt auf einer 
Überwachungs- bzw. Intensivstation (Leotte et al. 2017), so dass sich deren Anteil im 
Vergleich in etwa zueinander deckt. Signifikant längere Intensivaufenthalte waren bei 
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Patienten mit nosokomial erworbenem RV-Nachweis zu verzeichnen. Verantwortlich 
dafür könnten bestehende chronische Vorerkrankungen der Patienten sein, die ihren 
Allgemeinzustand schon vorab schwächten. Außerdem steigt mit längerem 
Krankenhausaufenthalt auch die Wahrscheinlichkeit, einen nosokomialen 
Virusnachweis zu akquirieren. Somit könnte der RV-Nachweis in diesem Fall auch nur 
nebenbefundlich sein. Ein statistisch signifikanter Zusammenhang zwischen einer 
bestehenden Immunsuppression und der (Intensiv-) Aufenthaltsdauer konnte nicht 
gefunden werden. Sehr auffällig war jedoch ein hoher Anteil an während der RV-
Infektion asymptomatischen Patienten unter den Immunsupprimierten (mit Immun-
suppression:  18.3 %, ohne Immunsuppression: 3.3 %). Andere Untersuchungen 
beschrieben bei immunsupprimierten Patienten eher dem durch Influenza H1N1 
ausgelösten Krankheitsbild ähnelnde, starke Symptome (Kraft et al. 2012). Diese 
konnten hier nicht gefunden werden. Als Grund dafür wäre zu bedenken, dass die 
immunsupprimierten Patienten der vorliegenden Untersuchung möglicherweise auch 
ohne direkte respiratorische Symptomatik allgemein auf virale Infektionen gescreent 
wurden und der Nachweis von RV somit auch hier nur einen Zufallsbefund darstellte. 
Außerdem wurde in anderen Studien die virologische Untersuchung eventuell erst 
nach Eintritt der Symptome begonnen, was deren hohen Anteil an Patienten mit 
schweren Krankheitszeichen erklären könnte. 
Der Anteil asymptomatischer Patienten lag bei insgesamt 4.4 % und damit niedriger 
als in anderen Studien dargestellt (Jacobs et al. 2013; Iwane et al. 2011; Singleton et 
al. 2010; van Benten et al. 2003; Nokso-Koivisto et al. 2002; Fry et al. 2011; Hennessy 
et al. 2008). Da fast ausschließlich hospitalisierte Patienten mit respiratorischer 
Symptomatik untersucht wurden, kann dies ein Grund für die geringe Quote der 
asymptomatischen Patienten sein. Würde man aktiv nach asymptomatischen 
Patienten suchen, wäre ihre Anzahl wahrscheinlich höher. Jain et al. zeigten 2015, 
dass in der Gruppe asymptomatischer pädiatrischer Kontroll-Patienten der Anteil an 
RV-Detektionen genauso hoch war wie in der Gruppe der symptomatischen Patienten. 
Dies würde diese Annahme untermauern.  
Die Betrachtung der labortechnisch bestimmten Werte offenbarte nur geringfügige 
Auffälligkeiten. Ausschließlich das C-reaktive Protein zeigte einen nachweisbaren 
Unterschied zwischen den Rhinovirus-Spezies. Es war im Mittel in der Spezies C am 
geringsten (16.7 mg/ l). Erklärbar wäre dies möglicherweise durch den oben 
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beschriebenen signifikanten Zusammenhang von diversen chronischen Erkrankungen 
mit einer Infektion durch RV-A. So könnte der Entzündungsmarker bei Infektionen mit 
dieser RV-Spezies nicht primär durch die RV-Infektion, sondern durch die 
Vorerkrankung im Mittel höhere Werte angenommen haben, da virale Infektionen im 
Allgemeinen keine starken CRP-Anstiege verursachen.  
Dass einige Materialien nicht in beiden Target-Regionen sequenzierbar waren, könnte 
auf einer Vielzahl von Faktoren wie zum Beispiel einer zu geringen Ausgangsmenge 
oder einer Degradation des Erbmaterials durch RNasen im Laufe der Zeit beruhen. 
Bezüglich der Epikrisen muss die Möglichkeit der unvollständigen Darstellung der 
darin beschriebenen Krankheitssymptome oder Fehlinterpretationen bei der Analyse 
der Daten bedacht werden.  
Insgesamt ergibt sich in Bezug auf das Rhinovirus noch eine Vielzahl von 
Untersuchungsmöglichkeiten, die für das klinische Outcome bestimmter 
Patientengruppen Relevanz besitzen. Ausgesprochen spannend wäre die weitere 
Betrachtung der klinischen Parameter von (Intensiv-) Patienten mit nachgewiesener 
bakterieller oder kombinierter Ko-Infektion bei RV-Nachweis. Die nachweislich 
ausgeprägtere pulmonale Symptomatik dieser Patientengruppe stellt eine Indikation 
zur Evaluierung möglicherweise effizienterer Behandlungsmethoden in solchen Fällen 
dar. Besonders wichtig wäre außerdem eine genauere Untersuchung der gezeigten 
Zusammenhänge zwischen RV-A und bestimmten Vorerkrankungen. Multizentrische 
Studien könnten darstellen, ob diese Wechselwirkung auch an topographisch entfernt 
gelegenen Orten gemacht werden kann. Auch wenn es aufgrund der hohen Diversität 
der Genotypen bekanntermaßen sehr schwierig ist, einen geeigneten Impfstoff gegen 
das Rhinovirus zu entwerfen, könnte man bei dessen Entwicklung einen Fokus auf die 
RV-Spezies A setzen. Damit könnten pädiatrische Patienten mit schwer wiegenden 
Vorerkrankungen besser geschützt werden. Es ist wichtig zu evaluieren, ob und auf 
welcher Grundlage diese Präferenz tatsächlich besteht und inwiefern ihr entgegen zu 
wirken ist.  
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Das in den 1950er Jahren erstmals beschriebene und phylogenetisch zur Familie der 
Enteroviren zählende Rhinovirus (RV) gehört zu den dominierenden viralen Erregern 
akuter Infektionen der oberen Atemwege. Es verursacht des Weiteren eine Vielzahl 
von Infektionen des unteren Respirationstraktes wie zum Beispiel akute Bronchitiden 
oder Exazerbationen chronischer Atemwegserkrankungen. Pädiatrische Patienten 
werden besonders häufig durch das Virus infiziert und stellen somit eine Risikogruppe 
für mögliche Komplikationen im Verlauf einer RV-Infektion dar.  
Heute werden 169 bisher bekannte RV-Genotypen unterschieden, deren Unterteilung 
in drei Spezies A, B und C erfolgt. Rhinoviren der Spezies A sind insgesamt für mehr 
als die Hälfte, die der Spezies C für etwa ein Drittel und die der Spezies B für etwa 
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10.0 % aller Infektionen verantwortlich. Zu den bisher häufigsten Genotypen zählen 
dabei A78, B70  und C2. 
Das Ziel dieser Arbeit war es, die molekulare Epidemiologie des Rhinovirus im 
Zusammenhang mit der klinischen Präsentation der Infektion bei pädiatrischen 
Patienten zwischen September 2013 und September 2017 darzustellen und zu 
analysieren. Insgesamt wurden dabei in den Frühlings- sowie Herbstmonaten 
Häufigkeitsspitzen der RV-Infektionen gefunden (März und April; September, Oktober 
und November). Im Rahmen der molekularbiologischen Untersuchung wurden 
respiratorische Proben mit nachgewiesenem RV analysiert. Jedes respiratorische 
Untersuchungsmaterial wurde hierbei in zwei Genom-Regionen typisiert (5´UTR-VP4-
VP2 sowie VP1). Mithilfe einer RT-PCR wurde das Erbmaterial des Virus zunächst 
amplifiziert. Anschließend konnte im Zuge einer Sanger-Sequenzierung die jeweilige 
Basensequenz bestimmt werden.  
Die Gesamtverteilung der Viren auf die RV-Spezies  ergab  49.3 % für RV-A, 44.0 % 
für RV-C und 5.9 % für RV-B; es wurden 6 Ko-Infektionen gefunden (0.8 %). Die 
saisonale Betrachtung (jeweils September des Jahres bis zum September des 
Folgejahres) zeigte in allen vier Zeiträumen Rhinovirus-Infektionen durch die RV-
Spezies A, B und C im etwa gleichen Anteil wie auch in der Gesamtverteilung. Der 
insgesamt am häufigsten nachgewiesene RV-Genotyp war RV-A78 (n = 28). Innerhalb 
der RV-Spezies waren die drei jeweils dominierenden Genotypen RV-A78 (n = 27),      
-A101 (n = 22) und -A49 (n = 19), -B3/-B42/-B52/104/-B103 (n = 4) sowie RV-C2           
(n = 22), -C11 (n = 20) und -C1 (n = 18). In der Saison 2013/ 2014 war RV-A78 der 
häufigste Genotyp, in den darauf folgenden Zeitintervallen waren es RV-C1, -A51 
sowie -A49. Die phylogenetische Analyse der drei hier häufigsten Genotypen 
offenbarte zumeist eine Zuordnung von Proben desselben Jahres an gemeinsame 
Zweige. Dies demonstriert eine nahe Verwandtschaft der nachgewiesenen Rhinoviren 
und einen nur geringen genetischen Drift von Jahr zu Jahr durch beständig ablaufende 
Mutationen in der Basenabfolge von RV.  
Das Verhältnis zwischen männlichen und weiblichen Patienten lag bei 455:322 
(1.42:1) und zeigte damit eine höhere Prävalenz der Rhinovirus-Infektionen beim 
männlichen Geschlecht. Im Median lag das Patientenalter bei einem Jahr. Die 
mediane Aufenthaltsdauer der Patienten im Klinikum lag bei 5 Tagen. Weit über zwei 
Drittel der Patienten wiesen eine akute Infektion der oberen Atemwege auf, insgesamt 
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etwa die Hälfte eine akute Bronchitis. Dabei wurde ein statistisch signifikanter 
Zusammenhang zwischen dem Auftreten einer Bronchitis und der RV-Spezies 
nachgewiesen (p < 0.001; vorwiegend RV-C). Auch bei Asthmatikern konnten 
Rhinoviren der Spezies C signifikant häufiger gefunden werden (p = 0.009), ebenso 
bei Patienten unter einer Behandlung mit Bronchodilatatoren (p < 0.001) sowie mit 
vorhandener Dyspnoe während der RV-Infektion (p = 0.002). Auffallend war ein 
insgesamt hoher Anteil an immunsupprimierten Patienten, die während der RV-
Infektion keine respiratorische Symptomatik aufwiesen (18.3 % der 
Immunsupprimierten vs. 3.3 % der Immunkompetenten; p < 0.001).  
Eine bemerkenswert hohe Quote von Rhinoviren der Spezies A wurde bei Patienten 
mit chronischen Vorerkrankungen wie zum Beispiel Erkrankungen des Herzens oder 
Herz-Kreislauf-Systems (68.1 %) nachgewiesen. Nur wenige Patienten mit diesen 
Risikofaktoren wurden durch RV-C infiziert. Auch zeigte die Erhöhung der 
Körpertemperatur auf über 38.0 °C einen signifikanten Zusammenhang zur 
nachgewiesenen Rhinovirus-Spezies (p = 0.003; RV-A: 56.6 %). 174 (22.4 %) der 
pädiatrischen Patienten hatten einen Aufenthalt auf der Intensivstation, wobei 
signifikant längere Intensivaufenthalte bei Patienten mit nosokomial erworbener RV-
Infektion zu verzeichnen waren (p < 0.001). Außerdem konnte gezeigt werden, dass 
bakterielle und kombinierte Ko-Infektionen im Vergleich zu rein viralen Ko-Infektionen 
mit längeren ITS-Aufenthalten assoziiert waren (p = 0.003 bzw. 0.024).  
In der vorliegenden Arbeit wurden multiple neue Fakten bezüglich RV aufgedeckt. Zu 
diesen zählt unter anderem der Nachweis eines Zusammenhangs zwischen dem 
Auftreten einer Bronchitis und der Detektion von RV-C. Ebenso kann die 
Dokumentation des starken Einflusses bakterieller bzw. bakteriell-viraler Ko-
Infektionen auf den Ausprägungsgrad der pulmonalen Symptomatik der Patienten als 
einer der zentralen Punkte dieser Studie angesehen werden. Da RV-A hier besonders 
bei chronisch kranken Patienten sowie Patienten mit Fieber nachgewiesen werden 
konnte, ergab sich damit außerdem großes Potenzial zur Erforschung der Ursache 
dieses beobachteten Zusammenhangs. Die Entwicklung eines Impfstoffes gegen 
Rhinoviren der Spezies A wäre eine Möglichkeit, diese Patientengruppe vor den 
Auswirkungen respiratorischer Komplikationen zu schützen. 
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8. Anlagen  
8.1  Phylogenetische Stammbäume 
8.1.1   5´UTR-VP4-VP2 
RV-A  
Es wurden 356 von 391 Sequenzen analysiert, inklusive der Ko-Infektionen. Grün 
dargestellt sind die Sequenzen der vorliegenden Studie, schwarz die 
Referenzsequenzen. Grüne Dreiecke = Zusammenfassung mehrerer eigener 
Sequenzen, (n). Orange dargestellt sind zwei der drei insgesamt häufigsten 
Genotypen, A78 und A101, die phylogenetisch analysiert wurden.     
 
 Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (1/8).  










Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (2/8).  










Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (3/8).  









 Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (4/8).  









 Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (5/8).  









 Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (6/8).  










Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (7/8).  









Abb. 19: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (8/8).  








Es wurden 40 von 47 Sequenzen analysiert, inklusive der Ko-Infektionen. Grün 
dargestellt sind die Sequenzen der vorliegenden Studie, schwarz die 
Referenzsequenzen. Grüne Dreiecke = Zusammenfassung mehrerer eigener 
Sequenzen, (n).  
 
 
Abb. 20: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (1/4).  









 Abb. 20: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (2/4).  









 Abb. 20: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (3/4).  






















Abb. 20: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (4/4).  








Es wurden 317 von 345 Sequenzen analysiert, inklusive der Ko-Infektionen. Grün 
dargestellt sind die Sequenzen der vorliegenden Studie, schwarz die 
Referenzsequenzen. Grüne Dreiecke = Zusammenfassung mehrerer eigener 
Sequenzen, (n). Orange dargestellt ist einer der drei insgesamt häufigsten Genotypen, 
C2, die phylogenetisch analysiert wurden.     
 
 Abb. 21: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (1/5).  










Abb. 21: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (2/5).  










Abb. 21: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (3/5).  










Abb. 21: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (4/5).  






























Abb. 21: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region 5´UTR-VP4-VP2, (5/5).  




   
97 
 
8.1.2   VP1 
RV-A  
Es wurden 379 von 391 Sequenzen analysiert, inklusive der Ko-Infektionen. Grün 
dargestellt sind die Sequenzen der vorliegenden Studie, schwarz die 
Referenzsequenzen. Grüne Dreiecke = Zusammenfassung mehrerer eigener 
Sequenzen, (n). Orange dargestellt sind zwei der drei insgesamt häufigsten 
Genotypen, A78 und A101, die phylogenetisch analysiert wurden.     
 
 
Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (1/11).  










Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (2/11).  










Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (3/11).  










Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (4/11).  









 Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (5/11).  










Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (6/11).  









 Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (7/11).  









 Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (8/11).  









 Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (9/11).  









 Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (10/11).  


















Abb. 22: Phylogenetischer Stammbaum RV-A, Target-Region VP1, (11/11).  








Es wurden 40 von 47 Sequenzen analysiert, inklusive der Ko-Infektionen. Grün 
dargestellt sind die Sequenzen der vorliegenden Studie, schwarz die 
Referenzsequenzen. Grüne Dreiecke = Zusammenfassung mehrerer eigener 
Sequenzen, (n).  
 
 Abb. 23: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region VP1, (1/4).  









 Abb. 23: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region VP1, (2/4).  









 Abb. 23: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region VP1, (3/4).  

















Abb. 23: Phylogenetischer Stammbaum RV-B, Target-Region VP1, (4/4).  








Es wurden 313 von 345 Sequenzen analysiert, inklusive der Ko-Infektionen. Grün 
dargestellt sind die Sequenzen der vorliegenden Studie, schwarz die 
Referenzsequenzen. Grüne Dreiecke = Zusammenfassung mehrerer eigener 
Sequenzen, (n). Orange dargestellt ist einer der drei insgesamt häufigsten Genotypen, 
C2, die phylogenetisch analysiert wurden.     
 
 
Abb. 24: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region VP1, (1/7).  









 Abb. 24: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region VP1, (2/7).  









 Abb. 24: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region VP1, (3/7).  









 Abb. 24: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region VP1, (4/7).  









 Abb. 24: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region VP1, (5/7).  









 Abb. 24: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region VP1, (6/7).  














Abb. 24: Phylogenetischer Stammbaum RV-C, Target-Region VP1, (7/7).  























































































































































































































































































































































































































































































*: jeweils im 5´UTR-VP4-VP2- und VP1-
Alignement enthalten 
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